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Analysis of the Ies6 subunit of the INO80 chromatin remodelling complex. 
 
Summary	  	  The	  INO80	  complex	  is	  a	  large	  ATPase	  chromatin	  remodeller	  which	  contains	  15	  accessory	  subunits	  in	  S.	  cerevisiae.	  Its	  subunits	  include	  the	  highly	  conserved	  ATPases	  Ruvb1	  and	  Ruvb2,	  the	  actin-­‐related	  proteins	  Arp5,	  Arp8,	  Act1	  and	  Arp4,	  Actin,	  and	  a	  number	  of	  IES	  (InoEighty	  Specific)	  subunits	  Ies1,	  Ies2,	  Ies3,	  Ies4,	  Ies5	  and	  Ies6,	  in	  addition	  to	  subunits	  Nhp10	  and	  Taf14.	  All	  15	  of	  the	  accessory	  subunits	  are	  assembled	  around	  a	  catalytic	  core	  component	  known	  as	  Ino80.	  	   The	  INO80	  complex	  has	  roles	  in	  transcription,	  DNA	  repair,	  replication,	  and	  chromosome	  segregation.	  These	  roles	  are	  in	  addition	  to	  its	  traditional	  nucleosome	  remodelling	  activities	  and	  the	  displacement	  of	  H2A.Z	  from	  chromatin.	  Recent	  studies	  in	  S.	  cerevisiae	  have	  identified	  the	  subunit	  Ies6	  as	  a	  critical	  component	  of	  the	  INO80	  complex.	  Deletion	  of	  IES6,	  which	  encodes	  the	  small	  accessory	  subunit,	  clearly	  mimics	  the	  deletion	  of	  the	  gene	  encoding	  the	  catalytic	  subunit,	  INO80.	  Surprisingly,	  only	  one	  domain	  within	  Ies6	  has	  been	  formally	  identified	  based	  on	  sequence	  analysis.	  This	  domain	  belongs	  to	  the	  YL1_C	  class	  of	  domains.	  Such	  domains	  are	  commonly	  associated	  with	  DNA	  binding	  activity	  and	  transcription	  factors.	  	   This	  study	  has	  further	  characterised	  the	  Ies6	  subunit	  both	  genetically	  and	  biochemically.	  Genetically,	  it	  has	  demonstrated	  that	  single	  point	  mutations	  at	  regions	  of	  proposed	  subunit-­‐subunit	  interaction	  between	  the	  Arp5	  or	  Rvb2	  subunits,	  or	  within	  the	  YL1_C	  are	  not	  sufficient	  to	  disrupt	  Ies6	  function.	  However,	  expression	  of	  a	  double	  point	  mutation,	  ies6(K114E/Y125A),	  in	  combination	  with	  
rad50	  deletion,	  caused	  a	  sensitivity	  to	  replication	  inhibition,	  but	  not	  chromosome	  segregation	  inhibition,	  indicating	  a	  potential	  separation	  of	  function	  in	  this	  mutant	  due	  to	  the	  loss	  due	  of	  only	  one	  of	  the	  biological	  functions	  of	  Ies6.	  Biochemically,	  we	  have	  confirmed	  that	  DNA	  binding	  capacity	  of	  Ies6	  resides	  within	  the	  YL1_C	  domain.	  In	  addition,	  although	  it	  has	  been	  demonstrated	  that	  the	  removal	  of	  H2A.Z	  acetylation	  exacerbates	  the	  increase	  in	  cellular	  ploidy	  observed	  in	  ies6	  null	  cells,	  we	  found	  that	  overall	  levels	  of	  H2A.Z	  acetylation	  were	  not	  influenced	  by	  the	  loss	  of	  Ies6.	  This	  indicates	  that	  the	  role	  of	  H2A.Z	  acetylation	  in	  chromosome	  segregation	  may	  only	  affect	  ploidy	  status	  upon	  the	  loss	  of	  Ies6.	  	   In	  addition,	  work	  on	  the	  R2TP	  complex	  (which	  contains	  the	  INO80	  ATPases	  Ruvb1/Ruvb2,	  and	  subunits	  Tah1	  and	  Phi1)	  has	  revealed	  the	  recruitment	  mechanism	  for	  the	  molecular	  chaperone,	  Hsp90,	  and	  the	  telomere	  length	  regulation	  protein,	  Tel2.	  Together,	  the	  R2TP	  complex,	  Hsp90	  and	  Tel2	  promote	  the	  stabilisation	  and	  maturation	  of	  multi-­‐protein	  complexes.	  These	  include	  Phosphatidylinositol	  3-­‐kinase-­‐related	  kinases	  (PIKKs,	  a	  family	  of	  kinases	  involved	  in	  Serine	  and	  Threonine	  phosphorylation),	  subunits	  of	  the	  INO80	  complex	  and	  subunits	  of	  the	  SWR1	  chromatin	  remodelling	  complex	  (a	  partner	  complex	  to	  INO80	  that	  incorporates	  H2A.Z	  into	  chromatin).	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 Introduction	  1
1.1 Chromatin	  	  Packaging	  of	  the	  eukaryotic	  DNA	  into	  chromatin	  provides	  a	  means	  of	  organisation	  and	  storage	  of	  the	  genome.	  Chromatin,	  in	  its	  basic	  state,	  stores	  DNA	  wound	  around	  protein	  octomers	  known	  as	  nucleosomes.	  Nucleosomes	  are	  composed	  of	  the	  basic	  core	  histone	  proteins,	  H2A,	  H2B,	  H3,	  and	  H4.	  The	  histone	  proteins	  were	  identified	  in	  early	  studies	  of	  the	  cell	  nucleus	  and	  chromosomes	  (Darlington,	  1942).	  	  	   Today,	  the	  regulation,	  structure	  and	  function	  of	  the	  core	  histone	  proteins	  is	  well	  defined.	  In	  eukaryotes,	  core	  histone	  genes	  are	  expressed	  exclusively	  in	  S-­‐phase	  and	  are	  coupled	  with	  DNA	  replication	  (Robbins	  and	  Borun,	  1967).	  Unlike	  other	  eukaryotic	  mRNAs,	  core	  histone	  mRNAs	  do	  not	  contain	  a	  polyadenylated	  tail	  at	  their	  3’	  termini	  (Krieg	  &	  Melton	  1984),	  and	  contain	  a	  highly	  conserved	  26-­‐base	  pair	  sequence,	  which	  includes	  a	  stem-­‐loop	  (Dominski	  and	  Marzluff,	  1999).	  The	  altered	  structure	  of	  the	  3’	  termini	  results	  in	  a	  unique,	  single	  step,	  mRNA	  cleavage	  by	  the	  U7	  small	  nuclear	  ribonucleoprotein	  (snRNP)	  (Gick	  et	  al.,	  1986)	  and	  the	  stem-­‐loop	  binding	  protein	  (SLBP)	  (Wang	  et	  al.,	  1996).	  	  	   The	  stem-­‐loop	  regulates	  conical	  histone	  expression	  throughout	  the	  cell	  cycle,	  with	  transcription	  of	  core	  histones	  increasing	  upon	  entry	  into	  S-­‐phase,	  then	  being	  rapidly	  degraded	  on	  S-­‐phase	  completion	  (Harris	  et	  al.,	  1991).	  In	  addition,	  core	  histone	  genes	  contain	  few	  introns	  (Pandey	  et	  al.,	  1990)	  and	  are	  found	  in	  gene	  clusters	  within	  the	  genome	  (Marzluff	  et	  al.,	  2002),	  both	  of	  these	  factors	  contribute	  to	  the	  accelerated	  nature	  of	  histone	  transcription.	  	  
Introduction	  	  
	   5	  
	   Structurally,	  each	  core	  histone	  contains	  a	  histone	  fold	  domain	  (HFD),	  important	  for	  heterodimeric	  histone	  interactions	  within	  the	  nucleosome	  (Arents	  and	  Moudrianakis,	  1995).	  In	  addition,	  all	  core	  histones	  contain	  N-­‐terminal	  tail	  domains,	  with	  H2A	  and	  H2B	  having	  both	  C-­‐terminal	  and	  N-­‐terminal	  tails	  that	  are	  important	  for	  higher-­‐order	  chromatin	  structure.	  Early	  crystal	  structures	  of	  whole	  nucleosomes	  revealed	  each	  histone	  is	  bound	  to	  its	  histone	  partner	  (H2A-­‐H2B	  and	  H3-­‐H4)	  (Arents	  et	  al.,	  1991).	  This	  interaction	  is	  governed	  by	  the	  HFD,	  which	  consists	  of	  3	  α-­‐helices	  (α1,	  α2,	  α3),	  separated	  by	  two	  loops	  (L1	  and	  L2)	  (Luger	  et	  al.,	  1997).	  Joined	  at	  the	  HFD,	  histones	  arrange	  head	  to	  tail,	  crossing	  at	  α2,	  forming	  a	  ‘handshake’	  motif,	  with	  the	  two	  loops	  exposed	  on	  the	  outside	  that	  act	  as	  important	  nucleosome-­‐DNA	  interfaces	  (Luger	  et	  al.,	  1997).	  Two	  H3-­‐H4	  pairs	  are	  joined	  to	  form	  a	  tetramer	  and	  create	  a	  stable	  nucleosome	  core	  by	  interacting	  with	  the	  α-­‐helices	  of	  H3	  (Luger	  et	  al.,	  1997).	  Two	  H2A-­‐H2B	  ‘handshake’	  pairs	  assemble	  on	  either	  side	  of	  H4,	  thus	  leaving	  H2A-­‐H2B	  pairs	  outside	  of	  the	  stable	  H3-­‐H4	  tetramer	  and	  accessible	  for	  histone	  exchange	  (Kulaeva	  et	  al.,	  2010).	  This	  basic	  arrangement	  of	  histones	  into	  a	  nucleosome	  is	  known	  as	  the	  nucleosome	  core	  particle	  (NCP),	  in	  eukaryotes,	  147	  bp	  of	  DNA	  is	  wound	  around	  each	  NCP,	  with	  approximately	  20	  bp	  of	  linker	  DNA	  between	  each	  nucleosome	  (Luger	  et	  al.,	  1997).	  This	  arrangement	  results	  in	  a	  nucleosome-­‐DNA	  structure	  traditionally	  termed	  ‘beads	  on	  a	  string’	  (Olins	  and	  Olins,	  1974).	  	  	   Furthermore,	  each	  histone	  within	  the	  NCP	  assembles	  with	  its	  N-­‐terminal	  tail	  region	  extruding	  from	  the	  nucleosome	  (Luger	  et	  al.,	  1997),	  and	  a	  fifth	  histone,	  H1,	  which	  binds	  to	  the	  NCP	  and	  the	  linker	  DNA	  between	  each	  nucleosome	  (Richmond	  et	  al.	  1997).	  Both	  these	  features	  are	  important	  for	  the	  compaction	  of	  chromatin	  by	  enabling	  the	  formation	  of	  higher	  order	  chromatin	  structures.	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   The	  idea	  that	  proteins	  could	  bind	  chromatin	  linker	  DNA,	  and	  subsequently	  affect	  its	  structure,	  was	  pioneered	  by	  the	  idea	  of	  ‘chromodomains’.	  This	  term	  was	  first	  used	  to	  describe	  a	  short	  stretch	  of	  sequence	  homology	  between	  Drosophila	  proteins	  HP1	  (heterochromatin-­‐protein1)	  and	  polycomb	  group	  (PcG)	  (Paro	  and	  Hogness,	  1991).	  Traditionally,	  chromatin	  has	  been	  categorised	  as	  either	  heterochromatin	  or	  euchromatin,	  depending	  on	  the	  level	  of	  compaction,	  and	  its	  staining	  pattern	  under	  light	  microscopy	  (Heitz,	  1928).	  Today,	  the	  terms	  heterochromatin	  and	  eurchromatin	  are	  still	  used,	  but	  refer	  to	  the	  relative	  levels	  of	  transcription	  within	  chromatin.	  Tightly	  packed	  heterochromatin	  is	  often	  protein	  poor	  and	  associated	  with	  untranscribed	  regions,	  while	  euchromatin	  is	  commonly	  loosely	  packaged,	  protein	  rich,	  and	  associated	  with	  actively	  transcribed	  genes.	  In	  addition	  to	  the	  higher	  order	  structures	  formed	  by	  protein	  binding	  to	  linker	  DNA,	  the	  incorporation	  of	  histone	  variants,	  and	  the	  post-­‐translational	  modification	  of	  histone	  N-­‐terminal	  tails	  (both	  to	  be	  discussed	  in	  depth	  later)	  significantly	  impact	  chromatin	  structure.	  	   Recent	  technical	  advances	  have	  allowed	  chromatin	  to	  be	  categorised	  according	  to	  its	  bound	  protein	  content	  and	  histone	  post-­‐translational	  modifications,	  expanding	  the	  traditional	  definitions	  of	  heterochromatin	  and	  euchromatin.	  In	  one	  study,	  D.	  melanogaster	  chromatin	  is	  divided	  into	  five	  major	  classes,	  defined	  by	  the	  colours:	  green,	  blue,	  yellow,	  red,	  and	  black	  (Filion	  et	  al.,	  2010).	  Consequently,	  large	  areas	  of	  HP1	  associated	  chromatin,	  termed	  ‘green’,	  and	  polycomb	  associated	  chromatin,	  termed	  ‘blue’,	  were	  both	  identified	  as	  the	  traditional	  heterochromatin.	  Euchromatin	  was	  divided	  into	  two	  different	  colours	  of	  ‘yellow’	  and	  ‘red’,	  with	  high	  levels	  of	  proteins	  associated	  with	  active	  transcription	  and	  large	  quantities	  of	  mRNA	  being	  found.	  However,	  ‘red’	  was	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distinct	  due	  to	  the	  presence	  of	  the	  Brahma	  chromatin	  remodeller	  (RSC	  in	  S.	  
cerevisiae),	  and	  ‘yellow’,	  showed	  increased	  levels	  of	  trimethylated	  H3K36	  (Filion	  et	  al.	  2010),	  a	  post-­‐translational	  modification	  associated	  with	  transcriptional	  elongation.	  In	  addition	  to	  the	  expansion	  of	  heterchromatin	  and	  euchromatin	  characteristics,	  the	  study	  identified	  ‘black’	  regions	  of	  chromatin	  as	  the	  most	  abundant,	  these	  were	  typically	  gene	  poor	  regions	  with	  little	  transcriptional	  activity.	  The	  insertion	  of	  reporter	  gene	  constructs	  into	  stretches	  of	  ‘black’	  chromatin	  resulted	  in	  low	  levels	  of	  reporter	  gene	  expression,	  suggesting	  it	  functions	  to	  suppress	  transcription	  (Filion	  et	  al.	  2010).	  	   Given	  the	  influence	  of	  histones	  on	  chromatin	  structure,	  specifically,	  the	  insertion	  of	  variant	  histones,	  or	  histone	  PTMs,	  they	  are	  regarded	  as	  the	  determinants	  of	  chromatin	  function.	  The	  combinations	  found	  at	  specific	  chromatin	  types	  frequently	  correlate,	  giving	  rise	  to	  the	  idea	  that	  histones	  and	  their	  modifications	  provide	  a	  ‘histone	  code’	  that	  ultimately	  governs	  chromatin	  states.	  	  	   Histone	  variants	  and	  histone	  post-­‐translational	  modifications	  will	  now	  be	  discussed	  in	  terms	  of	  their	  influence	  and	  importance	  in	  chromatin	  higher-­‐order	  structure,	  and	  how	  these	  changes	  effect	  cellular	  processes.	  	  
1.1.1 Post-­‐translational	  modifications	  	  Core	  histones,	  and	  their	  variant	  counterparts,	  can	  undergo	  post-­‐translational	  modifications	  to	  further	  specialise	  their	  roles.	  This	  provides	  a	  signalling	  mechanism	  to	  mark	  and	  define	  specific	  areas	  of	  chromatin.	  Post-­‐translational	  modification	  of	  histone	  proteins	  can	  occur	  in	  the	  form	  of	  phosphorylation,	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methylation,	  acetylation,	  ubiquitylation,	  sumoylation,	  ADP	  ribosylation,	  demination,	  and	  proline	  isomerisation.	  One	  way	  these	  modifications	  function	  is	  to	  disrupt	  the	  nucleosome	  and	  alter	  chromatin	  structure.	  For	  instance,	  the	  acetylation	  of	  histone	  tails	  removes	  their	  positive	  charge,	  which	  is	  known	  to	  prevent	  the	  formation	  of	  higher	  order	  structures.	  A	  good	  example	  of	  this	  is	  H4	  K16	  acetylation,	  acetylation	  is	  common	  modification	  on	  the	  H4	  tail	  (Smith	  et	  al.,	  2003).	  This	  acetylation	  mark	  has	  been	  shown	  to	  influence	  both	  nucleosome	  and	  higher	  order	  chromatin	  structure	  (Shogren-­‐Knaak	  et	  al.,	  2006),	  and	  is	  thought	  to	  govern	  protein	  interactions	  in	  both	  heterochromatin	  and	  euchromatin	  (Millar	  et	  al.,	  2004).	  Overall,	  euchromatin	  is	  known	  to	  contain	  high	  levels	  of	  acetylation,	  leading	  to	  relaxation	  of	  the	  chromatin	  and	  increased	  rates	  of	  transcription	  (Kuo	  et	  al.,	  1998;	  Kurdistani	  et	  al.,	  2004;	  Tse	  et	  al.,	  1998).	  	  	  	   Alternatively,	  PTMs	  serve	  to	  recruit	  non-­‐histone	  proteins,	  for	  example,	  in	  the	  H2A	  family,	  the	  conical	  histone,	  H2A,	  is	  phosphorylated	  on	  S129	  in	  S.	  cerevisiae	  (Downs	  et	  al.,	  2000),	  S139	  of	  H2A.X	  in	  Homo	  sapiens	  (also	  known	  as	  ϒ-­‐H2A.X).	  This	  phosphorylation	  event	  signals	  the	  presence	  of	  a	  double	  strand	  break	  (DSB),	  and	  initiates	  the	  DNA	  damage	  response	  (DDR).	  This	  response	  includes	  activation	  of	  the	  DNA	  damage	  checkpoint,	  a	  process	  which	  delays	  cell	  cycle	  progression	  to	  allow	  time	  for	  DSB	  repair.	  In	  H.	  sapiens,	  phosphorylation	  of	  H2A.X	  is	  known	  to	  directly	  recruit	  MDC1	  (mediator	  of	  DNA-­‐damage	  checkpoint	  1),	  which	  binds	  ϒ-­‐H2A.X	  via	  its	  BRCT	  (BRAC1	  C-­‐terminal)	  motifs	  (Stucki	  et	  al.,	  2005).	  In	  this	  way,	  post-­‐translational	  modifications	  serve	  as	  important	  regulators	  of	  various	  cellular	  processes,	  making	  them	  interesting	  targets	  for	  epigenetic	  studies.	  Alterations	  to	  histones	  by	  PTM	  are	  now	  being	  highlighted	  as	  early	  indicators	  of	  human	  diseases.	  For	  example,	  the	  loss	  of	  PTM	  on	  histone	  H4	  has	  been	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identified	  as	  an	  early	  indicator	  of	  many	  cancers,	  with	  monoacetylation	  at	  K16	  and	  trimethylation	  at	  K20	  being	  predominantly	  lost,	  first	  in	  the	  early	  stages,	  then	  accumulating	  during	  cancer	  progression	  (Fraga	  et	  al.,	  2005).	  In	  addition,	  genome	  wide	  histone	  post-­‐translational	  modifications	  associated	  with	  prostate	  cancer	  have	  now	  been	  classified	  (Seligson	  et	  al.,	  2005).	  In	  both	  cases,	  analysis	  of	  patient	  PTMs	  has	  the	  potential	  to	  provide	  a	  biological	  readout	  of	  cancer	  status	  or	  progression.	  	  	  
1.1.2 Histone	  variants	  	  Histone	  variants	  are	  distinguished	  from	  their	  core	  histone	  counterparts	  by	  a	  few	  notable	  characteristics.	  Firstly,	  unlike	  core	  histones,	  most	  histone	  variant	  mRNAs	  do	  not	  contain	  a	  stem-­‐loop	  and	  are	  polyadenylated	  at	  their	  3’	  termini.	  However,	  there	  are	  a	  few	  exceptions	  to	  this,	  for	  example,	  the	  variant	  H2A.X	  is	  expressed	  in	  S-­‐phase	  without	  polyadenalation,	  but	  during	  G0	  and	  G1	  phase	  expression,	  the	  3’	  termini	  exhibits	  a	  polyadenalated	  tail	  (Mannironi	  et	  al.,	  1989).	  Secondly,	  histone	  variants	  are	  constitutively	  expressed	  throughout	  the	  cell	  cycle	  rather	  than	  being	  limited	  to	  S-­‐phase.	  For	  instance,	  mRNA	  levels	  of	  the	  H2A.Z	  variant,	  unlike	  conical	  H2A,	  are	  unaffected	  by	  inhibition	  of	  DNA	  replication	  (Hatch	  et	  al.,	  1990).	  Thirdly,	  the	  genes	  encoding	  histone	  variants	  are	  distributed	  throughout	  the	  genome	  and	  are	  not	  found	  in	  gene	  clusters.	  	  	   In	  H.	  sapiens	  multiple	  genes	  encode	  for	  a	  single	  variant,	  resulting	  in	  many	  different	  isoforms	  that	  are	  alternatively	  spliced	  to	  produce	  further	  diverging	  isoforms.	  These	  changes	  ultimately	  govern	  the	  histone	  fold,	  function	  and	  post-­‐translational	  modifications,	  putting	  variants	  at	  the	  forefront	  of	  cellular	  signalling	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pathways.	  Given	  this,	  variants	  are	  highly	  conserved,	  and	  many	  have	  been	  implicated	  in	  human	  disease.	  For	  example,	  a	  histone	  variant	  of	  H3	  found	  in	  mammals,	  H3.3,	  is	  commonly	  mutated	  in	  brain	  cancer	  patients	  (Schwartzentruber	  et	  al.,	  2012),	  and	  a	  H1.5	  variant	  expression	  is	  commonly	  elevated	  in	  prostate	  tumours	  (Khachaturov	  et	  al.,	  2014).	  Though,	  the	  numbers	  of	  known	  histone	  variants,	  and	  their	  isoforms,	  is	  vastly	  different	  for	  each	  of	  the	  core	  histones.	  For	  example,	  H4	  only	  has	  one	  known	  isoform,	  while	  H3	  is	  far	  less	  diverse	  than	  H2A	  or	  H2B,	  this	  is	  thought	  to	  be	  due	  to	  the	  structural	  significance	  of	  H3	  and	  H4	  within	  the	  nucleosome.	  For	  the	  purposes	  of	  this	  thesis,	  I	  will	  now	  focus	  on	  H2A,	  its	  histone	  variants,	  their	  specific	  functions	  and	  subsequent	  post-­‐translational	  modification.	  H2A	  is	  widely	  accepted	  as	  the	  most	  diverse	  of	  all	  the	  histone	  variants,	  containing	  four	  known	  variants	  in	  H.	  sapiens,	  mH2A,	  H2A.B,	  H2A.X,	  and	  H2A.Z,	  with	  a	  total	  of	  eight	  different	  isoforms	  between	  them,	  of	  these,	  H2A.X	  and	  H2A.Z	  are	  the	  most	  widely	  studied.	  H2A.X	  is	  transcribed	  by	  the	  H2A.X	  gene,	  which	  has	  a	  single	  isoform.	  This	  isoform	  is	  highly	  expressed	  within	  the	  genome	  and	  is	  found	  at	  telomeric	  heterochromatin,	  the	  XY	  body,	  sites	  of	  DNA	  damage,	  tRNA	  genes,	  replication	  origins,	  rDNA,	  and	  certain	  transposons.	  The	  deletion	  of	  the	  H2A.X	  gene	  results	  in	  male	  sterilisation	  in	  mice	  and	  genomic	  instability	  in	  human	  cells.	  In	  S.	  
cerevisiae	  H2A.X	  is	  orthologous	  to	  the	  post-­‐translational	  modification	  of	  the	  conical	  histone	  H2A	  by	  phosphorylation	  on	  S129	  (Downs	  et	  al.,	  2000).	  	  For	  H2A.Z,	  two	  genes,	  H2A.Z.1	  and	  H2A.Z.2,	  encode	  the	  variant	  in	  H.	  sapiens,	  with	  H2A.Z.1	  producing	  only	  a	  single	  isoform,	  and	  H2A.Z.2	  producing	  two	  splice	  variants,	  H2A.Z.2.1	  and	  H2A.Z.2.2.	  The	  H2A.Z.2	  gene	  isoforms	  are	  the	  most	  poorly	  characterised,	  with	  H2A.Z.2.1	  being	  known	  to	  have	  a	  widespread	  expression	  pattern	  within	  the	  genome,	  but	  little	  known	  about	  its	  localisation	  or	  phenotype,	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and	  H2A.Z.2.2	  is	  known	  to	  be	  expressed	  in	  the	  brain	  and	  skeletal	  muscle	  tissues,	  but	  nothing	  is	  known	  about	  its	  functions.	  In	  contrast,	  H2A.Z.1,	  commonly	  referred	  to	  as	  H2A.Z,	  has	  been	  highly	  studied	  and	  characterised	  from	  yeast	  to	  humans.	  It	  has	  a	  widespread	  expression	  profile	  within	  the	  genome,	  being	  found	  localised	  to	  gene	  promoters,	  tRNA	  genes,	  enhancers,	  transposons,	  and	  regions	  of	  silent	  heterochromatin.	  	  
1.1.2.1 The	  H2A.Z	  histone	  variant	  	  The	  histone	  H2A.Z	  is	  highly	  conserved	  throughout	  evolution,	  and	  around	  90%	  of	  its	  sequence	  is	  conserved	  from	  P.	  falciparum	  to	  H.	  sapiens	  (Louzalen	  et	  al.,	  1996).	  Sequence	  conservation	  with	  conical	  H2A	  is	  around	  60%	  (Figure	  1	  A	  and	  B),	  and	  the	  main	  identifier	  of	  H2A.Z	  is	  the	  alteration	  of	  the	  C-­‐terminal	  ‘docking	  domain’	  responsible	  for	  contact	  with	  H3	  within	  the	  nucleosome	  (Wratting	  et	  al.,	  2012;	  Figure	  1	  B).	  This	  domain	  physically	  alters	  the	  shape	  of	  the	  H2A.Z-­‐containing	  nucleosome,	  and	  destabilises	  its	  interaction	  with	  the	  H3-­‐H4	  tetramer	  (Suto	  et	  al.,	  2000).	  In	  addition,	  nucleosomes	  containing	  one	  H2A-­‐H2B,	  and	  one	  H2A.Z-­‐H2B,	  are	  unstable	  due	  to	  changes	  in	  the	  structure	  of	  loop	  L1,	  which	  causes	  steric	  hindrance	  (Suto	  et	  al.	  2000),	  it	  is	  thought	  that	  this	  change	  in	  conformation	  is	  what	  gives	  H2A.Z	  its	  flexibility	  for	  transcription.	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Figure	  1:	  H2A	  and	  its	  variant	  H2A.Z	  share	  sequence	  homology,	  which	  is	  conserved	  from	  yeast	  to	  
humans.	  
A. Alignment	  showing	  sequence	  variation	  between	  conical	  histone,	  H2A,	  and	  variant,	  H2A.Z,	  from	  S.	  
cerevisiae.	  Alignment	  produced	  using	  ClustalW	  and	  BoxShade.	  Consensus	  residues	  are	  highlighted	  in	  black,	  similar	  in	  grey.	  
B. Alignments	  showing	  the	  sequence	  conservation	  between	  variant	  histone	  H2A.Z	  from	  S.	  cerevisiae	  and	  
H.	  sapiens.	  Alignment	  produced	  using	  ClustalW	  and	  BoxShade.	  Consensus	  residues	  are	  highlighted	  in	  black,	  similar	  in	  grey.	  Schematics	  bellow	  the	  sequences	  indicate	  the	  relative	  positions	  of	  acetylated	  lysine	  residues	  (purple	  boxes),	  the	  histone	  fold	  domain,	  the	  docking	  domain	  and	  ubiquitinated	  lysine	  residues	  (green	  boxes).	  Adapted	  from:	  (Zlatanova	  and	  Thakar,	  2008)	  and	  (Talbert	  and	  Henikoff,	  2010).	  	  	  
H2A      1 ------MSGGKGGKAGSAAKASQSRSAKAGLTFPVGRVHRLLRRGNY-AQRIGSGAPVYL 
H2A.Z    1 MSGKAHGGKGKSGAKDSGSLRSQSSSARAGLQFPVGRIKRYLKRHATGRTRVGSKAAIYL 
 
H2A     54 TAVLEYLAAEILELAGNAARDNKKTRIIPRHLQLAIRNDDELNKLLGNVTIAQGGVLPNI 
H2A.Z   61 TAVLEYLTAEVLELAGNAAKDLKVKRITPRHLQLAIRGDDELDSLIR-ATIASGGVLPHI 
 
H2A    114 HQNLLPKKSAKATKASQEL 









H. sapiens H2A.Z       





S. cerevisiae H2A.Z 
 
MSGKAHGGKGKSGAKDSGSLRSQSSSARAGLQFPVGRIKRYLKRHATGRTRVGSKAAIYLTAVLEYLTAEVLELAGNAAKDLKVKRITPRHLQLAIRGDDELDSLIRATIASGGVLPHINKALLLKVEKKGSKK 
H. sapiens H2A.Z       





K3! K8! K10! K14!
55!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!81! 89!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!97! 100!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!112!!!!
α2! α3! αC!
K4! K7! K11! K13! K15!
20!!!!!!!!!23! 30!!!!!!!!!!!!!!!!!!!39! 49!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!76! 84!!!!!!!!!!!!!!!!!!!92! 95!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!106!
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  Deletion	  of	  H2A.Z	  is	  lethal	  in	  many	  higher	  eukaryotes,	  including	  D.	  
melanogaster	  (Clarkson	  et	  al.,	  1999;	  Daal	  and	  Elgin,	  1992),	  X.	  Leavis	  (Louzalen	  et	  al.,	  1996)	  and	  mus	  musculus	  (Faast	  et	  al.,	  2001),	  and	  lethal	  in	  combination	  with	  genes	  required	  for	  development	  in	  C.	  elegans	  (Shibata	  and	  Nishiwaki,	  2014).	  In	  mice,	  homozygous	  deletion	  of	  H2A.Z	  (H2A.Z-­‐/-­‐)	  causes	  embryonic	  lethality	  at	  a	  developmental	  stage	  characterised	  by	  accelerated,	  complex	  differentiation	  (Faast	  et	  al.,	  2001).	  This	  defect	  would	  likely	  extend	  to	  H.	  sapiens	  due	  to	  the	  evolutionary	  conserved	  nature	  of	  H2A.Z,	  however,	  H2A.Z	  is	  not	  essential	  for	  viability	  in	  simple	  eukaryotes.	  Given	  the	  ability	  to	  produce	  viable	  null	  mutants	  in	  yeast,	  including,	  S.	  
pombe	  and	  S.	  cerevisiae,	  H2A.Z	  has	  been	  widely	  studied	  in	  these	  organisms.	  	  An	  early	  study	  in	  S.	  pombe	  indicated	  H2A.Z,	  encoded	  by	  the	  PTH1	  gene,	  was	  important	  for	  maintenance	  of	  chromosomal	  stability,	  suggesting	  a	  role	  in	  segregation	  or	  transmission	  during	  mitosis	  (Carr	  et	  al.,	  1994).	  Studies	  have	  since	  built	  on	  this,	  suggesting	  H2A.Z	  is	  important	  for	  the	  regulation	  of	  cohesion	  (Tapia-­‐Alveal	  et	  al.,	  2014).	  Furthermore,	  deletion	  of	  the	  gene	  encoding	  H2A.Z	  in	  S.	  
cerevisiae,	  HTZ1,	  causes	  sensitivity	  to	  benomyl,	  camptothesisn	  (CPT),	  and	  hydroxyurea	  (HU)	  (Mehta	  et	  al.	  2010),	  in	  addition	  to	  inhibited	  growth	  and	  reduced	  plasmid	  maintenance	  (Daniel	  et	  al.,	  2006).	  Such	  phenotypes	  suggest	  H2A.Z	  is	  important	  for	  DNA	  damage	  and	  chromosome	  segregation.	  Indeed,	  recent	  studies	  in	  
S.	  cerevisiae	  suggest	  roles	  similar	  to	  the	  S.	  pombe	  homolog,	  where	  cohesin	  regulation	  is	  mediated	  by	  H2A.Z	  (Sharma	  et	  al.,	  2013).	  	  In	  contrast,	  early	  studies	  in	  S.	  cerevisiae	  focused	  on	  its	  roles	  in	  transcriptional	  regulation	  meaning	  this	  role	  is	  highly	  characterised.	  The	  quantification	  of	  HTZ1-­‐activated	  genes	  revealed	  214	  genes	  were	  activated,	  and	  107	  were	  repressed	  in	  the	  presence	  of	  the	  HTZ1	  gene	  (Santisteban	  et	  al.,	  2000).	  In	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addition,	  H2A.Z	  occupancy	  is	  high	  in	  euchromatic	  regions,	  and	  inhibits	  the	  Sir1-­‐dependent	  transition	  of	  euchromatin	  into	  a	  silent	  heterchromatic	  state	  (Meneghini	  et	  al.,	  2003;	  Santisteban	  et	  al.,	  2000).	  H2A.Z	  occupancy	  correlates	  with	  transcriptional	  start	  sites	  (TTS)	  of	  inactive	  genes	  (Li	  et	  al.,	  2005;	  Zhang	  et	  al.,	  2005),	  where	  it	  acts	  as	  a	  primer	  for	  transcription,	  and	  is	  subsequently	  lost	  upon	  the	  initiation	  of	  gene	  expression	  (Adam	  et	  al.,	  2001).	  	  Given	  the	  direct	  influence	  of	  H2A.Z-­‐mediated	  chromatin	  structure	  on	  transcription,	  it	  could	  be	  an	  important	  indicator	  for	  human	  diseases	  where	  genes	  influenced	  by	  H2A.Z	  occupancy	  have	  been	  misregulated.	  Indeed,	  altered	  expression	  patterns	  of	  H2A.Z	  have	  been	  confirmed	  in	  breast,	  prostate,	  bladder,	  and	  colorectal	  cancer.	  In	  breast	  cancer,	  misregulation	  of	  estrogen	  receptors	  (ERα	  and	  ERβ),	  known	  ligand-­‐dependant	  transcription	  factors,	  cause	  increased	  proliferation	  of	  mammary	  cells	  and	  elevated	  levels	  of	  replication.	  In	  addition,	  DNA	  damage	  caused	  by	  estrogen	  metabolites,	  results	  in	  a	  higher	  mutation	  frequency,	  and	  greater	  risk	  of	  cancer	  development.	  Interestingly,	  H2A.Z	  incorporation	  is	  high	  in	  ERα	  regulated	  gene	  promoters,	  and	  depletion	  of	  H2A.Z	  in	  human	  fibroblasts	  causes	  defects	  in	  estrogen	  signalling	  and	  loss	  of	  estrogen	  mediated	  cell	  proliferation	  (Hua	  et	  al.,	  2008;	  Laflamme	  et	  al.,	  2009).	  This	  suggests	  H2A.Z	  may	  mark	  areas	  of	  the	  genome	  for	  ERα	  recruitment.	  	  In	  estrogen	  responsive	  breast	  cancers,	  tamoxifen	  is	  used	  to	  inhibit	  estrogen	  binding	  to	  the	  ERs.	  Overexpression	  of	  H2A.Z	  in	  breast	  cancer	  cells	  with	  low	  estrogen	  levels	  causes	  increased	  cell	  proliferation,	  even	  in	  the	  presence	  of	  tamoxifen,	  suggesting	  expression	  of	  H2A.Z	  can	  overcome	  ER	  inhibition	  (Svotelis	  et	  al.,	  2014).	  This	  may	  provide	  mechanism	  for	  the	  occurrence	  of	  hormone	  resistant	  breast	  cancers.	  Furthermore,	  bladder	  cancer	  cell	  lines,	  known	  to	  overexpress	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H2A.Z,	  have	  high	  rates	  of	  cell	  proliferation,	  correlating	  with	  increased	  H2A.Z	  incorporation	  at	  the	  transcriptional	  start	  site	  (TSS)	  of	  genes	  regulating	  cell	  proliferation	  (Kim	  et	  al.,	  2013).	  Similar	  effects	  on	  transcription	  have	  been	  discovered	  in	  prostate	  cancer	  cell	  lines	  (Baptista	  et	  al.,	  2013).	  However,	  it	  is	  without	  doubt	  that	  the	  mechanisms	  behind	  H2A.Z	  incorporation	  and	  removal	  are	  equally	  vital	  to	  the	  regulation	  of	  H2A.Z	  effects	  on	  transcription.	  	  In	  S.	  cerevisiae,	  incorporation	  of	  H2A.Z-­‐H2B	  dimers	  into	  chromatin	  is	  achieved	  by	  the	  SWR1	  chromatin	  remodelling	  complex	  (Krogan	  et	  al.,	  2003;	  Mizuguchi	  et	  al.,	  2004;	  Figure	  2	  A),	  homologous	  to	  SRCAP	  in	  H.	  sapiens.	  Deletion	  of	  
SWR1,	  in	  S.	  cerevisiae,	  results	  in	  the	  loss	  of	  H2A.Z	  on	  chromatin,	  specifically	  at	  promoters	  known	  for	  H2A.Z	  enrichment	  (Kobor	  et	  al.,	  2004).	  In	  H.	  sapiens,	  in	  addition	  to	  SRCAP,	  the	  histone	  acetyltransferase	  Tip60	  (Yamamoto,	  1997),	  is	  a	  second	  human	  homologue	  of	  Swr1,	  which	  is	  part	  of	  the	  TIP60	  complex	  (Cai	  et	  al.,	  2003).	  It	  has	  been	  shown	  to	  incorporate	  H2A.Z	  into	  nucleosomes	  at	  p21	  promoter	  regions	  (Gévry	  et	  al.,	  2007).	  	  	   	  
Introduction	  	  
	   16	  
	   	  
Figure	  2:	  In	  S.	  cerevisiae,	  SWR1	  complex	  incorporates	  acetylated	  H2A.Z	  and	  the	  INO80	  
complex	  evicts	  it.	  
A. Schematic	  showing	  the	  acetylation	  of	  H2A.Z	  by	  Esa1,	  then	  subsequent	  incorporation	  of	  H2A.Z	  into	  chromatin	  via	  interaction	  with	  the	  Swc2	  subunit	  of	  SWR1.	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In	  terms	  of	  H2A.Z	  removal,	  in	  S.	  cerevisiae,	  the	  INO80	  chromatin	  remodelling	  complex	  has	  been	  identified	  as	  the	  mechanism	  of	  H2A.Z	  eviction	  (van	  Attikum	  et	  al.,	  2007;	  Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.,	  2011;	  Figure	  2	  B).	  In	  one	  study,	  deletion	  of	  INO80	  caused	  aberrant,	  unregulated	  incorporation	  of	  H2A.Z	  at	  gene	  promoters,	  and	  increased	  levels	  of	  H2A.Z	  in	  whole	  cell	  lysates	  (Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.,	  2011).	  Furthermore,	  deletion	  of	  INO80	  or	  the	  INO80	  subunit,	  IES6,	  increases	  the	  levels	  of	  H2A.Z	  at	  the	  centromere,	  which	  alters	  nucleosome	  structure	  and	  leaves	  DNA	  susceptible	  to	  MNase	  digestion	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  However,	  biochemical	  studies	  undertaken	  so	  far	  from	  H.	  sapiens	  have	  only	  implicated	  the	  ANP32E	  histone	  chaperone	  in	  H2A.Z	  eviction	  (Mao	  et	  al.,	  2014;	  Obri	  et	  al.,	  2014),	  so	  the	  relationship	  between	  Ino80	  and	  H2A.Z	  in	  mammals	  is	  yet	  to	  be	  thoroughly	  investigated.	  	  Taken	  together,	  the	  influence	  of	  H2A.Z	  on	  the	  transcription	  of	  important	  oncogenes	  that	  lead	  to	  cancer,	  and	  the	  roles	  of	  H2A.Z	  in	  the	  regulation	  of	  chromosome	  segregation,	  provide	  two	  pathways	  by	  which	  H2A.Z	  may	  contribute	  to	  cancer.	  Making	  the	  mechanisms	  by	  which	  H2A.Z	  is	  regulated,	  for	  example,	  it’s	  deposition	  and	  removal	  from	  chromatin,	  and	  post-­‐translational	  modification,	  significantly	  important	  avenues	  for	  further	  investigation.	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1.1.2.1.1 H2A.Z	  acetylation	  
	  Given	  the	  roles	  of	  H2A.Z	  in	  transcription,	  development,	  and	  chromosome	  segregation,	  the	  regulation	  mechanisms	  behind	  H2A.Z	  function	  are	  important	  to	  understand.	  Post-­‐translational	  modification	  of	  histones	  by	  acetylation	  is	  widely	  associated	  with	  transcription,	  thus	  many	  studies	  have	  made	  correlations	  between	  H2A.Z	  acetylation	  and	  gene	  regulation.	  	   In	  S.	  cerevisiae,	  H2A.Z	  is	  acetylated	  by	  the	  Esa1	  catalytic	  subunit	  of	  the	  NuA4	  histone	  acetyltrasferase	  (Keogh	  et	  al.,	  2006;	  Figure	  2	  A).	  This	  acetylation	  is	  used	  to	  regulate	  the	  incorporation	  of	  H2A.Z	  into	  chromatin	  by	  the	  SWR1	  chromatin	  remodelling	  complex	  (Watanabe	  et	  al.	  2013),	  with	  the	  Swc2	  catalytic	  subunit	  binding	  to	  H2A.Z	  (Wu	  et	  al.,	  2005).	  Mass	  spectrometry	  has	  revealed	  acetylation	  occurs	  at	  four	  lysine	  residues	  (K3,	  K8,	  K10	  and	  K14)	  in	  the	  N-­‐terminus	  (Millar	  et	  al.,	  2006;	  Figure	  1	  B),	  with	  K14	  being	  the	  most	  abundantly	  acetylated	  (Mehta	  et	  al.,	  2010).	  The	  acetylated	  N-­‐terminal	  lysines	  are	  conserved	  in	  higher	  eukaryotes	  from	  
M.	  musculus	  to	  H.	  sapiens	  (Pantazis	  &	  Bonner	  1966;	  Boyne	  et	  al,	  2006).	  The	  acetylation	  of	  H2A.Z	  in	  higher	  eukaryotes	  destabilises	  the	  nucleosome	  core	  (Ishibashi	  et	  al.	  2009),	  making	  acetylated	  H2A.Z	  containing	  nucleosomes	  more	  susceptible	  to	  nuclease	  digestion.	  	  	   In	  terms	  of	  transcription,	  genome-­‐wide	  expression	  profiles	  in	  S.	  cerevisiae	  show	  that	  H2A.Z	  is	  hyperacetylated	  on	  K14	  at	  promoters	  of	  active	  genes	  (Millar	  et	  al.,	  2006).	  Similar	  results	  have	  been	  observed	  at	  the	  promoters	  of	  active	  genes	  in	  higher	  eukaryotes	  (Bruce	  et	  al.,	  2005;	  Valdés-­‐Mora	  et	  al.,	  2012).	  In	  addition,	  acetylated	  H2A.Z	  is	  present	  at	  highly	  active	  promoters	  in	  prostate	  cancer	  cell	  lines	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(Valdés-­‐Mora	  et	  al.,	  2012),	  where	  the	  acetylation	  of	  H2A.Z	  acts	  as	  a	  switch	  for	  transcription.	  Furthermore,	  H2A.Z	  is	  acetylated	  during	  early	  embryonic	  development	  in	  mice	  (Bošković	  et	  al.,	  2012)	  and	  for	  the	  maintenance	  of	  cell	  fates	  in	  
C.	  elegans	  (Shibata	  et	  al.	  2014),	  suggesting	  acetylation	  of	  H2A.Z	  may	  govern	  the	  transcription	  of	  genes	  early	  in	  mammalian	  development.	  The	  functions	  of	  H2A.Z	  in	  chromosome	  segregation	  have	  been	  linked	  to	  H2A.Z	  acetylation,	  with	  rates	  of	  sister	  chromatid	  separation	  in	  S.	  cerevisiae	  occurring	  at	  the	  same	  frequency	  in	  htz1	  null	  cells	  as	  a	  htz1(K-­‐R)	  acetylation	  mutant	  (where	  K3,	  K8,	  K10	  and	  K14	  have	  been	  mutated	  to	  arginine)	  (Sharma	  et	  al.,	  2013).	  Similarly	  in	  S.	  pombe,	  acetylated	  H2A.Z	  leads	  to	  chromosome	  segregation	  defects	  during	  anaphase	  (Kim	  et	  al.,	  2009).	  Therefore	  it	  is	  unsurprising	  that	  H2A.Z	  acetylation	  is	  being	  described	  as	  a	  key	  epigenetic	  modification	  in	  certain	  cancers.	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1.2 Chromatin	  remodellers	  	  Chromatin	  remodellers	  utilise	  ATP	  hydrolysis	  to	  rearrange	  or	  alter	  nucleosomes	  and	  histones,	  allowing	  for	  chromatin	  accessibility	  and	  repackaging.	  This	  can	  be	  achieved	  through	  nucleosome	  sliding,	  nucleosome	  eviction,	  or	  the	  complete	  exchange	  of	  histones.	  Their	  importance	  cannot	  be	  underestimated,	  as	  they	  catalyse	  the	  removal	  of	  chromatin	  barriers	  that	  would	  otherwise	  impede	  on	  vital	  cellular	  processes	  such	  as	  transcription	  and	  DNA	  replication.	  Remodellers	  share	  a	  key	  characteristic	  ATPase	  domain,	  which	  shares	  sequence	  homology	  with	  the	  SNF2	  (super	  family	  2)	  helicases,	  and	  hydrolyses	  ATP	  to	  catalyse	  the	  translocation	  of	  nucleosomes	  on	  DNA.	  The	  unique	  domains	  flanking	  the	  ATPase	  region	  govern	  remodeller	  function,	  and	  give	  rise	  to	  four	  families	  of	  chromatin	  remodellers:	  ISWI,	  CHD,	  SWI/SNF	  and	  INO80,	  each	  categorised	  by	  their	  specialised	  domains	  (for	  reviews,	  see	  van	  Vugt	  et	  al.	  2007	  and	  Clapier	  &	  Cairns	  2009).	  	  
1.2.1 ISWI	  Remodellers	  	  The	  ISWI	  family	  of	  chromatin	  remodellers	  typically	  contain	  remodellers	  composed	  of	  between	  2-­‐4	  subunits	  (Hartlepp	  et	  al.,	  2005;	  Ito	  et	  al.,	  1999).	  Each	  contains	  C-­‐terminal	  HAND-­‐SANT-­‐SLIDE	  domains	  in	  their	  catalytic	  ATPase	  subunit,	  which	  bind	  to	  linker	  DNA	  between	  nucleosomes	  (Yamada	  et	  al.,	  2011).	  The	  ISWI	  remodellers	  are	  thought	  to	  reposition	  nucleosomes	  in	  steps	  of	  1	  bp	  (Deindl	  et	  al.,	  2013),	  with	  additional	  roles	  in	  transcription,	  high-­‐order	  chromatin	  structure	  assembly,	  and	  DNA	  replication	  (for	  review,	  see	  Corona	  &	  Tamkun	  2004).	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1.2.2 CHD	  Remodellers	  
	  Subunit	  number	  of	  remodellers	  within	  the	  CHD	  (Chromodomain-­‐Helicase-­‐DNA-­‐binding)	  family	  varies	  hugely,	  with	  some,	  such	  as	  Chd1,	  existing	  only	  as	  monomers	  in	  eukaryotes	  (Woodage	  et	  al.,	  1997),	  and	  others	  with	  up	  to	  ten	  subunits,	  such	  as	  the	  NuRD	  complex	  in	  H.	  sapiens	  (Xue	  et	  al.,	  1998;	  Zhang	  et	  al.,	  1998,	  1999).	  These	  remodellers	  are	  characterised	  by	  two	  N-­‐terminal	  chromodomains	  (Delmas	  et	  al.,	  1993;	  Woodage	  et	  al.,	  1997),	  which,	  for	  CHD1	  in	  H.	  sapiens,	  bind	  to	  methylated	  K4	  on	  histone	  H3	  (Flanagan	  et	  al.,	  2005;	  Sims	  et	  al.,	  2005).	  In	  S.	  cerevisiae	  the	  chromosodomains	  of	  Chd1	  regulate	  ATPase	  contacts	  with	  DNA	  (Hauk	  et	  al.,	  2010).	  In	  addition,	  CHD	  family	  members	  have	  roles	  in	  chromatin	  assembly,	  transcription,	  development,	  and	  human	  disease	  (for	  review,	  see	  Marfella	  &	  Imbalzano	  2007)	  	  
1.2.3 SWI/SNF	  Remodellers	  	  The	  SWI/SNF	  (Switch/Sucrose	  Non-­‐Fermenting)	  genes	  were	  first	  identified	  in	  two	  separate	  screens	  of	  genes	  in	  S.	  cerevisiae	  involved	  in	  class	  switching	  or	  sucrose	  fermentation	  (Haber	  and	  Garvik,	  1977;	  Neigeborn	  and	  Carlson,	  1984).	  Some	  of	  the	  
SWI	  and	  SNF	  genes,	  identified	  during	  the	  screens,	  were	  later	  found	  to	  encode	  components	  of	  large	  chromatin	  remodelling	  complexes,	  now	  known	  as	  SWI/SNF	  (Smith	  et	  al.	  2010),	  and	  the	  RSC	  complex	  (Cairns	  et	  al.,	  1996).	  Subsequently,	  homologous	  genes,	  and	  the	  complexes	  they	  encode,	  were	  found	  to	  be	  conserved	  in	  
D.	  malongaster	  (Tamkun	  et	  al.	  1992)	  and	  H.	  sapiens	  (Muchardt	  &	  Yaniv	  1993;	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Khavari	  et	  al.	  1993;	  Chiba	  et	  al.	  1994).	  In	  H.	  sapiens,	  the	  BAF	  (BRG1-­‐associated	  factor)	  and	  PBAF	  (polybromo-­‐BAF)	  complexes	  (homologous	  to	  S.	  cerevisiae	  SWI/SNF	  and	  RSC	  respectively)	  contain	  a	  single	  ATPase	  subunit,	  BRM	  or	  BRG1,	  and	  three	  core	  subunits:	  BAF155,	  BAF170,	  and	  BAF47,	  with	  BAF	  containing	  ARID1A/ARID1B,	  and	  PBAF	  containing	  BAF180	  and	  BAF200,	  and	  up	  to	  7-­‐15	  additional	  subunits.	  Remodellers	  of	  this	  family	  are	  characterised	  by	  the	  presence	  of	  bromodomains	  within	  their	  subunits.	  These	  domains	  are	  found	  in	  the	  C-­‐terminus	  of	  BRM/BRG1,	  and	  six	  within	  BAF180.	  Bromodomains	  are	  characteristic	  of	  histone	  acetyltransferases	  (HATs)	  (Jeanmougin	  et	  al.,	  1997)	  and	  bind	  acetylated	  lysine	  residues	  (Dhalluin	  et	  al.,	  1999).	  	  	   Studies	  in	  S.	  cerevisiae	  initially	  focused	  on	  SWI/SNF	  and	  RSC	  complexes	  in	  transcription	  (Biggar	  and	  Crabtree,	  1999;	  Peterson	  and	  Herskowitz,	  1992;	  Sudarsanam	  et	  al.,	  2000),	  then	  roles	  in	  DNA	  repair	  (Chai	  et	  al.	  2005;	  Shim	  et	  al.	  2005;	  Chambers	  et	  al.	  2012),	  with	  focus	  on	  the	  influence	  of	  nucleosome	  remodelling	  by	  both	  complexes	  (Shim	  et	  al.,	  2007;	  Sinha	  et	  al.,	  2009).	  In	  addition,	  the	  RSC	  complex,	  promotes	  cohesion	  loading	  at	  DSB	  ends	  to	  enable	  repair	  by	  homologous	  recombination	  (Oum	  et	  al.,	  2011).	  Furthermore,	  advances	  in	  sequencing,	  have	  identified	  mutations	  in	  both	  BAF	  and	  PBAF	  complexes	  in	  multiple	  human	  cancers	  (for	  reviews,	  see	  Wilson	  &	  Roberts	  2011;	  Masliah-­‐Planchon	  et	  al.	  2014).	  Given	  BAF	  and	  PBAFs	  functions,	  they	  could	  contribute	  to	  cancer	  progression	  from	  multiple	  pathways.	  Including	  repression	  of	  transcription	  at	  DSBs	  (Kakarougkas	  et	  al.,	  2013),	  in	  addition	  to	  the	  regulatory	  functions	  of	  PBAF	  subunits	  in	  cohesion	  loading,	  independent	  of	  transcription	  (Brownlee	  et	  al.,	  2014).	  These	  studies	  highlight	  the	  importance	  of	  chromatin	  remodelling	  complexes,	  and	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how	  the	  loss	  of	  individual	  remodellers,	  and	  their	  specific	  remodelling	  activities,	  can	  have	  a	  significant	  detrimental	  impact	  on	  genome	  stability.	  	  
1.2.4 The	  INO80	  family	  
	  Members	  of	  the	  INO80	  (Inositol	  Requiring	  80)	  family	  of	  chromatin	  remodellers	  contain	  multiple	  subunits	  that	  are	  often	  shared	  between	  complexes	  (Figure	  3).	  These	  complexes	  are	  assembled	  around	  a	  catalytic	  core,	  which	  comprises	  of	  two	  ATPase	  domains,	  separated	  by	  an	  insert	  region,	  and	  an	  N-­‐terminal	  helicase	  SANT-­‐associated	  (HSA)	  domain.	  The	  family	  acquired	  its	  name	  after	  the	  INO80	  gene	  was	  identified	  in	  S.	  cerevisiae	  as	  regulating	  transcription	  in	  response	  to	  inositol	  depletion	  (Ebbert	  et	  al.,	  1999).	  Since,	  two	  complexes,	  SWR1	  (Krogan	  et	  al.,	  2003)	  and	  INO80	  (Shen	  et	  al.,	  2000),	  have	  been	  identified	  in	  S.	  cerevisiae,	  with	  homologous	  complexes	  in	  H.	  sapiens,	  SRCAP	  (Johnston	  et	  al.,	  1999)	  and	  INO80	  (Jin	  et	  al.,	  2005),	  in	  addition	  to	  the	  TIP60	  complex.	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Figure	  3:	  Subunits	  are	  shared	  between	  chromatin	  remodellers	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   In	  S.	  cerevisiae,	  the	  SWR1	  complex	  has	  14	  subunits,	  including	  the	  catalytic	  component,	  Swr1	  (Krogan	  et	  al.,	  2003;	  Mizuguchi	  et	  al.,	  2004),	  and	  shares	  subunits,	  Arp4,	  Ruvb1	  and	  Ruvb2,	  with	  INO80	  (Shen	  et	  al.	  2003;	  Figure	  3),	  and	  subunits	  Arp4,	  Swc4	  and	  Yaf9,	  with	  the	  yeast	  specific,	  histone	  acetyltrasferase	  (HAT)	  complex,	  NuA4	  (Mizuguchi	  et	  al.,	  2004;	  Figure	  3).	  The	  specific	  chromatin	  remodelling	  function	  of	  SWR1	  is	  to	  displace	  the	  H2A-­‐H2B	  conical	  histone	  dimer,	  and	  replace	  it	  with	  the	  H2A.Z-­‐H2B	  variant	  dimer.	  This	  is	  achieved	  through	  binding	  of	  the	  Swr1	  catalytic	  subunit	  N-­‐terminus	  to	  H2A.Z	  dimers	  (Hong	  et	  al.,	  2014).	  The	  NuA4	  HAT	  complex	  contributes	  to	  SWR1	  incorporation	  of	  H2A.Z	  through	  its	  acetylation	  of	  H2A	  and	  H4	  (Altaf	  et	  al.,	  2010).	  The	  catalytic	  component	  of	  NuA4,	  Esa1,	  is	  homologous	  to	  human	  Tip60	  protein	  (Doyon	  et	  al.,	  2004),	  and,	  as	  previously	  mentioned,	  Esa1	  acetylates	  H2A.Z	  on	  its	  N-­‐terminal	  tail	  (Keogh	  et	  al.,	  2006;	  Figure	  2	  A).	  Additionally,	  in	  H.	  sapiens	  the	  TIP60	  complex	  shares	  homologous	  subunits	  with	  the	  SRCAP	  complex,	  as	  NuA4	  does	  with	  SWR1	  in	  S.	  
cerevisiae.	  However,	  unlike	  NuA4,	  the	  mammalian	  TIP60	  complex	  contains	  an	  Swr1	  orthologue,	  p400,	  and	  competes	  with	  SRCAP	  in	  the	  removal	  of	  H2A-­‐H2B	  dimers	  (Choi	  et	  al.,	  2009).	  In	  H.	  sapiens,	  both	  the	  SRCAP	  and	  TIP60	  complexes	  contain	  the	  mammalian	  specific	  subunit,	  YL1	  (Cai	  et	  al.,	  2005),	  which	  is	  orthologous	  to	  Swc2,	  a	  H2A-­‐binding	  protein	  in	  S.	  cerevisiae	  (Wu	  et	  al.,	  2005),	  and	  shares	  a	  C-­‐terminal	  YL1_C	  domain	  with	  the	  INO80	  subunit,	  Ies6.	  	   As	  previously	  discussed,	  the	  incorporation	  of	  the	  H2A.Z	  variant	  in	  nucleosomes	  acts	  as	  a	  primer	  for	  transcription.	  However,	  mechanistic	  insights	  into	  the	  regulation	  of	  H2A.Z	  removal	  are	  largely	  unclear	  in	  H.	  sapiens,	  but	  evidence	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from	  S.	  cerevisiae	  would	  implicate	  the	  SWR1	  partner	  complex	  INO80	  (Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.,	  2011;	  Watanabe	  et	  al.,	  2015).	  	  
1.2.4.1 The	  INO80	  complex	  	  The	  INO80	  chromatin-­‐remodelling	  complex	  has	  15	  subunits	  in	  S.	  cerevisiae	  (Shen	  et	  al.	  2003;	  Table	  1)	  and	  14	  in	  mammals	  (Cai	  et	  al.,	  2007;	  Chen	  et	  al.,	  2011;	  Jin	  et	  al.,	  2005;	  Table	  1).	  	  Both	  complexes	  share	  the	  catalytic	  ATPase	  core,	  Ino80,	  in	  addition	  to	  the	  highly	  conserved	  ATPases:	  Ruvb1	  and	  Ruvb2,	  actin-­‐related	  proteins:	  Arp5,	  Arp8,	  Act1	  and	  Arp4,	  Actin	  and	  BAF53a	  in	  mammals	  respectively,	  and	  finally,	  two	  conserved	  Ino-­‐eighty-­‐subunits	  (IES),	  Ies2	  and	  Ies6.	  In	  addition,	  the	  
S.	  cerevisiae	  INO80	  complex	  contains	  further	  IES	  subunits	  that	  are	  not	  found	  in	  mammals	  (Ies1,	  Ies3,	  Ies4	  and	  Ies5)	  as	  well	  as	  yeast	  specific	  Nhp10	  and	  Taf14	  subunits	  (Figure	  4	  B).	  In	  turn,	  the	  INO80	  complex	  in	  H.	  sapiens	  contains	  mammalian	  specific	  subunits:	  Amida,	  INO80E,	  NFRKB,	  MCRS1,	  INO80D,	  YY1	  and	  UCH37.	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Figure	  4:	  The	  INO80	  complex	  is	  composed	  of	  multiple	  subunits,	  which	  are	  conserved	  in	  
both	  S.	  cerevisiae	  and	  H.	  sapiens.	  
A. Schematic	  of	  the	  INO80	  complex	  in	  S.	  cerevisiae	  showing.	  Subunit	  positioning	  depicts	  their	  interactions	  with	  the	  catalytic	  subunit,	  Ino80.	  Adapted	  from:	  (Watanabe	  and	  Peterson,	  2010)	  
B. Schematic	  showing	  subunits	  of	  the	  INO80	  complex	  conserved	  between	  S.	  cerevisiae	  and	  H.	  
sapiens.	  Adapted	  from:	  (Jha	  and	  Dutta,	  2009)	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   All	  the	  subunits	  are	  known	  to	  assemble	  on	  the	  Ino80	  catalytic	  core	  (Figure	  4	  A)	  either	  directly	  or	  indirectly	  through	  other	  subunit	  contacts.	  It	  is	  known	  that	  the	  actin-­‐related	  proteins	  (Arps)	  bind	  HSA	  domains	  in	  other	  chromatin	  remodelling	  complexes	  in	  S.	  cerevisiae	  (Szerlong	  et	  al.,	  2010).	  Indeed,	  for	  Ino80,	  biochemical	  analysis	  has	  shown	  Act1,	  Arp4	  and	  Arp8	  assemble	  on	  the	  N-­‐terminal	  HSA	  domain	  (Shen	  et	  al.,	  2003),	  in	  addition	  to	  yeast	  specific	  subunits	  Taf14	  and	  Ies4	  (Kapoor	  et	  al.	  2013;	  Tosi	  et	  al.	  2013).	  Act1,	  Arp4,	  Arp8	  and	  Taf14	  a	  bind	  to	  a	  specific	  ‘TELY’	  motif	  within	  the	  HSA	  domain	  (Kapoor	  et	  al.	  2013).	  Additional	  yeast	  specific	  subunits	  Ies5,	  Nhp10,	  Ies1	  and	  Ies3	  are	  known	  to	  bind	  to	  the	  very	  N-­‐terminus	  of	  the	  protein	  before	  the	  HSA	  domain.	  The	  remaining	  core	  conserved	  subunits,	  Ies2,	  Ies6,	  Rvb1,	  Rvb2	  and	  Arp5,	  are	  known	  to	  assemble	  on	  the	  ‘insert’	  region	  between	  the	  two	  ATPase	  domains	  (Watanabe	  and	  Peterson,	  2010;	  Figure	  4	  A).	  	  	   Electron	  microscopy	  (EM)	  of	  the	  complex	  has	  revealed	  the	  shape	  and	  structure	  of	  the	  complex	  in	  S.	  cerevisiae	  (Tosi	  et	  al.,	  2013).	  This	  study	  revealed	  an	  ‘embryo’	  shaped	  complex	  (Figure	  4	  C),	  with	  Rvb1/Rvb2	  constituting	  the	  ‘head’	  region,	  Ino80,	  Ies2,	  Arp5	  and	  Ies6	  within	  the	  ‘neck’,	  Nhp10,	  Ies1,	  Ies3	  and	  Ies5	  within	  the	  ‘body’	  and	  Arp8,	  Arp4,	  Act1,	  Taf14	  and	  Ies4	  within	  the	  ‘foot’	  region	  (Tosi	  et	  al.,	  2013).	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Yeast Humans Domain Structure Additionally part of… 
Ino80 INO80 HSA, Snf2-like 
ATPase 
- 
Rvb1 RuvB1 (Tip49a, RUVBL1) AAA
+
 ATPase SWR1 
Rvb2 RuvB2 (Tip49b, RUVBL2) AAA
+
 ATPase SWR1 
Arp4 Baf53a (Arp4, ACTL6A) Actin-fold SWR1, NuA4 
Arp5 Arp5 (ACTR5) Actin-fold - 
Arp8 Arp8 (ACTR8) Actin-fold - 
Act1 β-actin (ACTB) DNAse I 
Nucleotide binding 
SWR1, SWI/SNF,  
RSC 
Ies1 - - - 
Ies2 Ies2 (INO80B, PAPA-1) Zinc-finger-HIT, 
PAP-1 
- 
Ies3 - - - 
Ies4 - - - 
Ies5 - - - 
Ies6 Ies6 (INO80C, c18orf37) YL1_C - 
Nhp10 - HMG type-II - 
Taf14 - YEATS SWR1, RSC 
- YY1 Gli-Kruppel zinc 
finger 
SRCAP, Tip60/p400 
- Uch37 (UCHL5) UCH family - 
- NFRKB (INO80G) - - 
- MCRS1 (MCRS2, MSP58, 
INO80Q) 
FHA - 
- Amida (TFTP1, INO80F) - - 
- INO80D (FL20309) - - 
- CCDC95 (FLJ90652, INO80E) Coiled-coil - 	  
Table	  1:	  The	  subunits	  of	  the	  INO80	  chromatin	  remodelling	  complex	  contain	  specialised	  domians.	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1.2.4.1.1 INO80	  chromatin	  remodelling	  	  In	  terms	  of	  the	  complexes	  ATPase	  function,	  in	  vitro	  incubation	  of	  purified	  INO80	  complex	  from	  S.	  cerevisiae	  with	  nucleosomes	  or	  DNA,	  is	  sufficient	  to	  stimulate	  ATPase	  activity	  (Jin	  et	  al.,	  2005).	  In	  addition,	  it	  has	  been	  suggested	  that	  complex	  exhibits	  in	  vitro	  ATP-­‐dependent	  DNA	  helicase	  activity	  (Shen	  et	  al.,	  2000),	  however,	  this	  is	  controversial,	  as	  a	  more	  recent	  study	  could	  find	  no	  evidence	  of	  DNA	  helicase	  activity	  (Watanabe	  et	  al.,	  2015).	  However,	  in	  S.	  cerevisiae	  ATP-­‐dependent	  chromatin	  remodelling	  is	  clear,	  in	  the	  form	  of	  nucleosome	  sliding	  (Jónsson	  et	  al.,	  2004;	  Shen	  et	  al.,	  2003),	  nucleosome	  spacing	  (Udugama	  et	  al.,	  2011)	  leading	  to	  nucleosome	  eviction	  (Tsukuda	  et	  al.,	  2005),	  and	  H2A.Z	  dimer	  exchange	  (Watanabe	  et	  al.,	  2015).	  	  	   The	  Rvb1	  and	  Rvb2	  proteins	  (Table	  1)	  are	  essential	  ATPases	  in	  S.	  cerevisiae	  (Qiu	  et	  al.,	  1998),	  making	  them	  elusive	  subunits	  of	  the	  INO80	  complex.	  They	  are	  closely	  related	  to	  the	  bacterial	  RuvB	  ATPase,	  a	  molecular	  motor	  which	  resolves	  Holliday	  junctions	  during	  homologous	  recombination	  in	  bacteria	  (West,	  1996).	  EM	  has	  revealed	  they	  form	  double	  asymmetric	  rings	  in	  vitro	  (Torreira	  et	  al.,	  2008),	  which	  can	  be	  heterohexameric	  (Gribun	  et	  al.,	  2008;	  Puri	  et	  al.,	  2007)	  or	  homohexameric	  (Torreira	  et	  al.,	  2008).	  Both	  are	  found	  within	  the	  SWR1	  chromatin	  remodelling	  complex	  (Mizuguchi	  et	  al.,	  2004;	  Figure	  3),	  the	  NuA4	  histone	  actyltansferase	  (Jha	  et	  al.,	  2008;	  Figure	  3)	  and	  the	  R2TP	  (Ruvb1/2-­‐Tah1-­‐Pih1)	  complex	  (Zhao	  et	  al.,	  2005),	  which	  is	  important	  for	  the	  functions	  of	  the	  Hsp90	  molecular	  chaperone	  (Zhao	  et	  al.,	  2005)	  (to	  be	  discussed	  in	  detail	  in	  Chapter	  5).	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   In	  relation	  to	  INO80,	  Rvb1	  and	  Rvb2	  are	  required	  for	  stability	  of	  the	  complex,	  and	  for	  its	  chromatin	  remodelling	  activity	  (Jónsson	  et	  al.,	  2004).	  However,	  biochemistry	  has	  shown	  a	  dependency	  of	  the	  Arp5	  subunit	  on	  Rvb1	  and	  Rvb2	  for	  efficient	  loading	  (Jónsson	  et	  al.,	  2004),	  so	  Arp5,	  or	  any	  additional	  accessory	  subunits	  that	  require	  Rvb1	  or	  Rvb2	  interaction	  for	  sufficient	  loading,	  may	  be	  effecting	  chromatin	  remodelling	  when	  lost.	  Indeed,	  more	  recent	  cross-­‐linking	  studies	  have	  shown,	  Rvb1	  and	  Rvb2	  are	  associated	  with	  Ies2,	  Ies6,	  and	  Arp5	  (Tosi	  et	  al.,	  2013).	  The	  link	  between	  Rvb2	  and	  Ies6	  could	  prove	  vital,	  as	  this	  study	  did	  not	  find	  any	  independent	  association	  between	  Ies6-­‐Arp5	  and	  the	  Ino80	  catalytic	  core	  (Tosi	  et	  al.,	  2013).	  As	  Ies6	  and	  Arp5	  have	  been	  shown	  to	  depend	  on	  each	  other	  for	  stability	  of	  the	  Ies6-­‐Arp5	  module	  within	  the	  complex	  (Chen	  et	  al.,	  2013;	  Watanabe	  et	  al.,	  2015).	  Therefore,	  this	  cross-­‐linking	  assay	  (Tosi	  et	  al.,	  2013)	  would	  suggest	  their	  only	  mechanism	  of	  association	  with	  the	  complex	  may	  be	  through	  contact	  with	  the	  Rvb2	  subunit.	  	   All	  the	  Arp	  family	  members	  contain	  an	  actin-­‐fold	  domain	  (Table	  1),	  which	  bares	  similarities	  to	  the	  actin	  nucleotide	  binding	  region	  (for	  review	  of	  Arps,	  see	  Boyer	  &	  Peterson	  2000).	  Actin	  has	  two	  major	  domains,	  composed	  of	  four	  subdomains	  (S1,	  S2,	  S3	  and	  S4),	  and	  a	  separate	  nucleotide-­‐binding	  region.	  The	  subdomains	  are	  arranged	  on	  the	  outside	  of	  the	  protein	  with	  the	  nucleotide	  binding	  domain,	  known	  to	  bind	  ATP,	  in	  the	  centre	  between	  S2	  and	  S3	  (Kabsch	  et	  al.,	  1990).	  Of	  all	  the	  Arps	  within	  INO80,	  only	  Arp4	  and	  Arp8	  bind	  core	  histones	  (Harata	  et	  al.,	  1999;	  Shen	  et	  al.,	  2003)	  and	  only	  Arp4	  binds	  ATP	  (Sunada	  et	  al.,	  2005).	  Furthermore,	  an	  actin	  mutant	  (act1-­‐2),	  harbouring	  a	  point	  mutation	  in	  S2,	  shares	  phenotypes	  with	  a	  complete	  ino80	  deletion	  (Kapoor	  et	  al.,	  2013).	  In	  addition,	  intact	  INO80	  complex,	  purified	  from	  act1-­‐2	  expressing	  cells,	  has	  a	  reduced	  capacity	  to	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slide	  nucleosomes	  (Kapoor	  et	  al.,	  2013).	  Suggesting	  Actin,	  and	  specifically	  S2,	  is	  vital	  for	  INO80	  chromatin	  remodelling	  functions,	  regardless	  of	  the	  additional	  accessory	  subunits.	  However,	  this	  is	  not	  to	  say	  the	  remaining	  Arps	  do	  not	  contribute	  to	  chromatin	  remodelling,	  albeit	  indirectly,	  as	  nucleosome	  sliding	  is	  dependent	  on	  the	  presence	  of	  Arp5	  (Shen	  et	  al.,	  2003;	  Watanabe	  et	  al.,	  2015)	  and,	  to	  a	  lesser	  extent,	  Arp8	  (Shen	  et	  al.,	  2003;	  Watanabe	  et	  al.,	  2015),	  which	  other	  accessory	  subunits	  depend	  on	  for	  recruitment	  (Tosi	  et	  al.,	  2013).	  	   Investigation	  of	  Ino80	  regulation	  by	  various	  INO80	  subunits	  within	  complexes	  purified	  from	  H.	  sapiens	  has	  revealed	  potential	  subunit	  dependencies	  for	  Ino80	  ATPase	  function.	  Studies	  found	  that	  nucleosome	  sliding	  was	  abolished	  when	  contacts	  between	  Ino80	  and	  Ies2	  were	  removed,	  however,	  sliding	  was	  restored	  in	  the	  presence	  of	  increasing	  concentrations	  of	  independently	  purified	  Ies2	  (Chen	  et	  al.,	  2013).	  Similarly	  for	  the	  Ies6-­‐Arp5	  module,	  nucleosome	  remodelling	  was	  partially	  restored	  in	  cells	  expressing	  an	  Ino80	  mutant	  upon	  the	  addition	  of	  recombinant	  Ies6	  or	  Arp5	  protein,	  but	  was	  optimal	  when	  added	  together,	  however,	  this	  was	  still	  in	  the	  presence	  of	  Ies2,	  which	  had	  a	  greater	  influence	  on	  nucleosome	  sliding	  (Chen	  et	  al.,	  2013).	  Interestingly,	  they	  showed	  data	  to	  suggest	  that	  the	  Ies6-­‐Arp5	  complex	  has	  the	  capacity	  to	  bind	  nucleosomes	  in	  complexes	  that	  lack	  Ies2	  (Chen	  et	  al.,	  2013),	  however,	  Ies6	  has	  since	  been	  shown	  to	  not	  be	  required	  for	  nucleosome	  sliding	  in	  S	  cerevisiae	  (Watanabe	  et	  al.,	  2015).	  These	  studies	  highlight	  the	  interdependencies	  of	  subunits	  within	  the	  INO80	  complex,	  making	  it	  critical	  to	  control	  for	  the	  loss	  of	  various	  subunits	  within	  each	  experiment.	  	  	   In	  addition	  to	  chromatin	  remodelling,	  the	  INO80	  complex	  is	  known	  to	  function	  in	  transcription	  (Shen	  et	  al.,	  2000),	  DNA	  repair	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2004;	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Downs	  et	  al.,	  2004;	  Morrison	  et	  al.,	  2004),	  replication	  (Falbo	  et	  al.,	  2009;	  Papamichos-­‐Chronakis	  and	  Peterson,	  2008;	  Shimada	  et	  al.,	  2008)	  and	  chromosome	  segregation,	  both	  in	  terms	  of	  cohesion	  (Ogiwara	  et	  al.	  2007)	  and	  the	  maintenance	  of	  centromere	  structure	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  Contribution	  to	  these	  biological	  processes	  is	  likely	  to	  arise	  from	  the	  complexes	  chromatin	  remodelling	  functions,	  including	  nucleosome	  sliding	  (Jónsson	  et	  al.,	  2004;	  Shen	  et	  al.,	  2003)	  and	  the	  exchange	  of	  H2A.Z/H2B	  dimers	  for	  free	  H2A/H2B	  dimers	  (Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.,	  2011).	  	  	  
1.2.4.1.2 Transcription	  	  INO80	  is	  known	  to	  regulate	  around	  20%	  of	  S.	  cerevisiae	  genes	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2004;	  Jónsson	  et	  al.,	  2004),	  which	  is	  dependent	  on	  Rvb1	  and	  Rvb2	  (Jónsson	  et	  al.,	  2004).	  The	  deletion	  of	  either	  arp5	  or	  arp8	  has	  also	  been	  shown	  to	  reduce	  the	  transcription	  of	  the	  INO1	  gene	  to	  levels	  comparable	  with	  deletion	  of	  the	  catalytic	  core,	  Ino80	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2004).	  Though,	  since	  these	  early	  transcriptional	  studies,	  DNA	  repair,	  replication	  and	  chromosome	  segregation	  have	  taken	  the	  primary	  focus	  of	  INO80	  research.	  	  
1.2.4.1.3 DNA	  damage	  	  DNA	  repair	  phenotypes	  first	  emerged	  after	  systematic	  deletion	  of	  specific	  INO80	  subunits	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2004).	  Deletions	  of	  arp5	  and	  arp8	  were	  shown	  to	  have	  Methyl	  methanesulfonate	  (MMS)	  sensitivity.	  MMS	  methylates	  DNA	  causing	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bulky	  adducts	  that	  are	  thought	  to	  collide	  with	  replication	  machinery	  inhibit	  homologous	  recombination	  (HR)	  (Lundin	  et	  al.,	  2005).	  In	  addition	  to	  hydroxyurea	  (HU)	  sensitivity,	  an	  inhibitor	  of	  ribonucleotide	  reductase	  that	  blocks	  dNTP	  production	  (Koç	  et	  al.,	  2004).	  Both	  arp5	  and	  arp8	  had	  lowered	  transcription	  after	  MMS	  exposure	  of	  genes	  important	  for	  replication	  fork	  progression	  (MRC1	  and	  
TOF1)	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2004).	  In	  addition,	  both	  arp5	  and	  arp8	  are	  defective	  for	  growth	  in	  the	  presence	  of	  a	  HO	  endonuclease	  break	  that	  can	  only	  be	  repaired	  by	  the	  non-­‐homologous	  end	  joining	  (NHEJ)	  pathway.	  In	  this	  strain,	  Ino80,	  Arp5	  and	  Arp8	  are	  all	  known	  to	  be	  recruited	  to	  the	  DSB	  site	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2004;	  Morrison	  et	  al.,	  2004).	  However,	  the	  exact	  mechanism	  behind	  INO80	  recruitment	  to	  DSBs	  remains	  controversial.	  Some	  studies	  suggest	  H2A	  phosphorylation	  at	  S129	  in	  S.	  cerevisiae,	  a	  PTM	  regulated	  by	  Mec1	  and	  Tel1	  (ATM	  and	  ATR	  in	  H.	  sapiens)	  to	  mark	  the	  presence	  of	  a	  DSB	  (Downs	  et	  al.,	  2000),	  may	  serve	  to	  recruit	  Ino80	  to	  sites	  of	  damage	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2004;	  Kashiwaba	  et	  al.,	  2010;	  Morrison	  et	  al.,	  2004).	  However,	  other	  studies	  have	  found	  no	  link	  between	  H2A	  phosphorylation	  and	  chromatin	  remodeller	  recruitment	  (Bennett	  et	  al.,	  2013).	  Instead	  suggesting	  a	  model	  where	  remodellers	  are	  recruited	  by	  the	  early	  stages	  of	  the	  homologous	  recombination	  (HR)	  pathway	  or	  DNA	  repair.	  	   Aside	  from	  the	  recruitment	  mechanisms	  of	  INO80,	  deletion	  of	  subunits	  arp8	  or	  nhp10	  impairs	  nucleosome	  eviction	  at	  DSB	  sites	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2007;	  Tsukuda	  et	  al.,	  2005),	  a	  process	  that	  may	  provide	  access	  to	  DNA	  repair	  machinery.	  For	  instance,	  an	  arp8	  deletion	  reduces	  Mre11	  association	  with	  double	  strand	  breaks	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2007),	  and	  causes	  a	  reduction	  in	  Rad51	  recruitment	  to	  DSBs	  (Tsukuda	  et	  al.,	  2005),	  both	  indicating	  a	  role	  for	  the	  complex	  in	  promotion	  of	  HR.	  Furthermore,	  the	  deletion	  of	  either	  arp8	  or	  nhp10,	  reduces	  Mre11	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endonuclease	  resection	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2007),	  a	  process	  that	  is	  critical	  for	  creating	  3’	  ssDNA	  tracts	  to	  initiate	  repair	  by	  HR,	  and	  the	  DNA	  damage	  checkpoint,	  through	  the	  recruitment	  of	  Mec1.	  	  	   The	  idea	  that	  INO80	  subunits	  may	  be	  important	  for	  DNA	  checkpoints	  is	  supported	  by	  the	  fact	  that	  arp8	  and	  nhp10	  deletions	  show	  reduced	  levels	  of	  Mec1	  at	  DSBs,	  and	  reduced	  Rad53	  checkpoint	  kinase	  activation	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2007),	  a	  process	  that	  occurs	  by	  Mec1	  dependent	  phosphorylation.	  Furthermore,	  the	  INO80	  subunit,	  Ies4	  (Table	  1),	  is	  phosphorylated	  by	  Mec1	  and	  Tel1	  in	  response	  to	  DNA	  damage,	  a	  process	  that	  activates	  downstream	  	  DNA	  damage	  checkpoint	  factors	  (Morrison	  et	  al.,	  2007).	  	  	   Given	  the	  inconclusive	  data	  from	  S.	  cerevisiae,	  it	  cannot	  be	  concluded	  how	  Ino80	  is	  recruited	  to	  DSBs,	  as	  the	  use	  of	  phosphorylated	  H2A	  remains	  controversial	  (	  Bennett	  et	  al.,	  2013;	  Kashiwaba	  et	  al.,	  2010;	  Van	  Attikum	  et	  al.,	  2004;	  Morrison	  et	  al.,	  2004).	  In	  addition,	  the	  complex	  promotes	  DNA	  checkpoint	  activation	  through	  Ies4	  phosphorylation,	  and	  the	  Arp8	  and	  Nhp10	  subunits	  (Morrison	  et	  al.,	  2007).	  There	  are	  some	  contradictions	  within	  the	  data	  as	  to	  whether	  INO80	  is	  involved	  in	  both	  NHEJ	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2004;	  Morrison	  et	  al.,	  2004)	  and	  HR	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2007;	  Tsukuda	  et	  al.,	  2005),	  however,	  multiple	  studies	  have	  suggested	  INO80	  is	  present	  at	  DSBs	  and	  may	  be	  involved	  in	  promotion	  of	  the	  DNA	  damage	  checkpoint	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2007;	  Tsukuda	  et	  al.,	  2005).	  	   In	  H.	  sapiens	  the	  INO80	  complex	  is	  recruited	  to	  site	  of	  laser	  (Kashiwaba	  et	  al.,	  2010)	  and	  ionising	  radiation	  (IR)	  (Gospodinov	  et	  al.,	  2011)	  induced	  damage,	  however,	  Υ-­‐H2A.X	  was	  not	  required	  for	  the	  recruitment	  or	  retention	  of	  Ino80	  (Kashiwaba	  et	  al.,	  2010).	  When	  comparing	  Ino80	  recruitment	  in	  YY1,	  Uch15,	  
Introduction	  	  
	   36	  
Mcrs1,	  Arp4,	  Arp5,	  and	  Arp8	  stable	  knockdowns,	  only	  the	  depletion	  of	  Arp8	  prevented	  Ino80	  recruitment	  to	  laser-­‐induced	  damage	  sites	  (Kashiwaba	  et	  al.,	  2010).	  However,	  a	  separate	  study	  found	  cells	  depleted	  for	  Arp5	  (knockdown	  efficiency	  of	  20-­‐30%)	  were	  sensitive	  to	  bleomycin,	  with	  reduced	  Υ-­‐H2A.X	  expression	  (Kitayama	  et	  al.,	  2009).	  However,	  it	  is	  important	  to	  remember	  Ies6	  and	  Arp5	  are	  dependent	  on	  each	  other	  for	  stability	  in	  the	  complex	  in	  S.	  cerevisiae	  (Chen	  et	  al.,	  2013;	  Watanabe	  et	  al.,	  2015),	  so	  this	  result	  should	  be	  considered	  as	  the	  loss	  of	  both	  subunits	  from	  the	  INO80	  complex.	  	   In	  contrast	  to	  the	  data	  from	  S.	  cerevisiae,	  there	  is	  some	  evidence	  to	  suggest	  Ino80	  may	  be	  important	  for	  repair	  by	  HR	  in	  H.	  sapiens.	  Levels	  of	  DNA	  recombination	  at	  an	  I-­‐SceI-­‐induced	  break	  site	  have	  been	  observed	  as	  slightly	  reduced	  in	  Ino80	  depleted	  cells	  (Gospodinov	  et	  al.,	  2011).	  Furthermore,	  this	  study	  showed	  Ino80	  knockdown	  caused	  a	  reduction	  in	  ssDNA	  production	  at	  DSB	  ends	  (Gospodinov	  et	  al.,	  2011),	  a	  process	  that	  initiates	  HR,	  as	  well	  as	  the	  DNA	  damage	  checkpoint.	  This	  was	  shown	  to	  be	  dependent	  on	  Arp8,	  as	  depletion	  of	  Arp8	  led	  to	  a	  reduction	  in	  RPA	  foci	  formation	  after	  IR	  induced	  DNA	  damage	  (Gospodinov	  et	  al.,	  2011).	  In	  addition,	  the	  INO80	  mammalian	  specific	  subunit,	  Ying	  yang	  1	  (YY1),	  has	  been	  shown	  to	  function	  with	  RuvBL2	  (homologue	  of	  S.	  cerevisiae	  Rvb2)	  to	  promote	  Rad51	  focus	  formation	  after	  IR	  (López-­‐Perrote	  et	  al.,	  2014),	  further	  suggesting	  that	  INO80	  is	  important	  for	  HR	  in	  H.	  sapiens.	  Taken	  together	  with	  data	  from	  S.	  
cerevisiae,	  it	  is	  clear	  that	  INO80	  plays	  some	  role	  in	  DNA	  damage	  pathways,	  however,	  whether	  it	  contributes	  directly	  to	  NHEJ,	  HR,	  and	  checkpoints	  remains	  unclear.	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1.2.4.1.4 Replication	  	  Since	  sensitivity	  to	  both	  MMS	  and	  HU	  can	  highlight	  roles	  in	  replication,	  rather	  than	  DNA	  damage	  per	  se,	  many	  studies	  have	  found	  links	  between	  INO80	  subunits	  and	  replication	  fork	  progression	  and	  stability	  using	  these	  sensitivity	  read	  outs.	  In	  S.	  
cerevisiae,	  further	  analysis	  showed	  ino80	  null	  cells	  are	  sensitive	  to	  CPT,	  a	  compound	  that	  causes	  DSBs	  in	  S-­‐phase,	  due	  to	  the	  replication	  fork	  colliding	  with	  topoisomerase	  I	  bound	  single	  strand	  breaks	  (SSB).	  However,	  this	  did	  not	  activate	  the	  Rad9	  DNA	  damage	  checkpoint	  (Papamichos-­‐Chronakis	  and	  Peterson,	  2008),	  demonstrating	  INO80	  deletion	  caused	  reduced	  cell	  viability	  for	  reasons	  unrelated	  to	  the	  persistence	  of	  DSBs.	  	  	   Further	  analysis	  of	  cell	  cycle	  progression	  in	  ino80	  null	  cells	  showed	  delayed	  entry	  into	  a	  prolonged	  S-­‐phase,	  which,	  in	  the	  presence	  of	  HU	  causes	  replication	  fork	  stalling	  and	  collapse	  in	  both	  and	  ino80	  (Papamichos-­‐Chronakis	  and	  Peterson,	  2008;	  Shimada	  et	  al.,	  2008)	  or	  arp8	  null	  strain	  (Shimada	  et	  al.,	  2008).	  Subsequently,	  Ino80	  was	  shown	  to	  be	  recruited	  to	  the	  replication	  fork	  and	  required	  for	  fork	  progression	  under	  stress	  conditions	  (Papamichos-­‐Chronakis	  and	  Peterson,	  2008).	  In	  depth	  analysis	  of	  Ino80	  recruitment	  at	  replication	  forks	  has	  brought	  up	  differences	  in	  the	  data,	  as	  it	  has	  been	  suggested	  to	  preferentially	  bind	  early	  firing	  origins	  (Shimada	  et	  al.,	  2006),	  and	  late	  origins	  (Vincent	  et	  al.,	  2008),	  as	  well	  as	  genome	  wide,	  at	  around	  45%	  of	  the	  total	  autonomously	  replicating	  sequences	  (ARS)	  (Falbo	  et	  al.,	  2009).	  The	  data	  clearly	  demonstrates	  the	  presence	  of	  Ino80	  at	  replication	  forks,	  however,	  the	  function	  of	  the	  complex	  is	  still	  unclear.	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   In	  contrast	  to	  previous	  analysis,	  where	  Rad53	  kinase	  activation	  was	  said	  to	  be	  reduced	  in	  arp8	  or	  nhp10	  deletions	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2007),	  studies	  on	  replication	  have	  not	  found	  results	  in	  agreement	  for	  the	  deletion	  of	  INO80.	  Using	  2D	  gel	  analysis	  to	  examine	  replication	  fork	  progression,	  unlike	  a	  rad53	  deletion,	  ino80	  null	  cells	  were	  found	  to	  be	  proficient	  for	  replication	  fork	  maintenance	  and	  stabilisation	  at	  a	  single	  ARS	  (Falbo	  et	  al.,	  2009).	  	   Multiple	  studies	  have	  suggested	  Ino80	  might	  be	  involved	  in	  the	  DNA	  damage	  tolerance	  pathway	  (Falbo	  et	  al.	  2009;	  Czaja	  et	  al.	  2010;	  Niimi	  et	  al.	  2012;	  Kato	  et	  al.	  2012).	  This	  pathway,	  mediated	  by	  Rad18	  and	  Rad6,	  is	  initiated	  during	  DNA	  replication	  when	  damage	  to	  the	  leading	  strand	  causes	  replication	  to	  stall	  and	  the	  introduction	  of	  a	  DSB	  upon	  replication	  fork	  collapse	  (Ulrich,	  2007).	  Like	  ino80,	  mutants	  of	  this	  pathway	  are	  sensitive	  to	  MMS	  (Ulrich,	  2007),	  and	  phosphorylated	  H2A	  was	  only	  found	  to	  accumulate	  in	  ino80	  null	  cells	  once	  they	  had	  progressed	  through	  S-­‐phase.	  	  	   Furthermore,	  the	  length	  of	  replicated	  DNA	  tracts	  in	  arp8	  mutants	  released	  from	  S-­‐phase	  into	  MMS	  are	  significantly	  shorter	  than	  in	  wildtype	  (Falbo	  et	  al.,	  2009).	  In	  S.	  cerevisiae,	  the	  primary	  pathway	  to	  resolve	  MMS	  lesions	  during	  replication	  is	  through	  ubiquitination	  of	  proliferating	  cell	  nuclear	  antigen	  (PCNA),	  a	  sliding	  clamp	  protein	  complex	  that	  enables	  stalled	  replicative	  polymerase	  to	  be	  replaced	  with	  a	  translesion	  synthesis	  (TLS)	  polymerase	  (Lehmann	  et	  al.,	  2007).	  Cells	  lacking	  ino80	  or	  arp8	  have	  reduced	  levels	  of	  PCNA	  ubiqiutination	  in	  response	  to	  MMS	  (Falbo	  et	  al.,	  2009;	  Niimi	  et	  al.,	  2012),	  and	  INO80	  promotion	  of	  PCNA	  ubiqiutination	  is	  dependent	  on	  Ino80	  ATPase	  activity,	  as	  similar	  defects	  were	  observed	  in	  an	  ATPase	  mutant	  (Falbo	  et	  al.,	  2009).	  PCNA	  ubiqiutination	  is	  known	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to	  be	  dependent	  on	  Rad18	  (Hoege	  et	  al.,	  2002),	  and	  recruitment	  of	  Rad18	  to	  ARSs	  is	  reduced	  in	  ino80	  null	  cells.	  	  	  	   From	  the	  replication	  data,	  it	  is	  clear	  that	  Ino80	  plays	  an	  important	  role	  in	  the	  maintenance	  of	  replication	  forks,	  especially	  when	  inhibited	  by	  replication	  stress	  induced	  DNA	  damaging	  agents.	  These	  findings	  could	  even	  account	  for	  some	  of	  DNA	  damage	  sensitivities	  previously	  observed	  in	  S.	  cerevisiae,	  as	  asynchronous	  
ino80	  mutant	  cells	  have	  shown	  to	  be	  effective	  at	  repair	  of	  MMS,	  UV	  and	  IR	  induced	  regions	  (Czaja	  et	  al.	  2010).	  Similarly,	  in	  H.	  sapiens,	  Ino80	  is	  found	  to	  be	  important	  for	  the	  DNA	  damage	  tolerance	  pathway	  and	  PCNA	  ubiqiutination,	  with	  Ino80	  also	  recruiting	  Rad18	  to	  sites	  of	  DNA	  damage	  (Kato	  et	  al.,	  2012).	  Furthermore,	  Ino80	  has	  been	  found	  to	  be	  phosphorlayted	  at	  its	  C-­‐terminus,	  a	  feature	  of	  mammalian	  INO80	  complex	  was	  proposed	  to	  be	  analogous	  to	  the	  phosphorylation	  of	  Ies4	  by	  Mec1	  and	  Tel1	  (Morrison	  et	  al.,	  2007),	  which	  serves	  to	  regulate	  its	  functions	  in	  the	  DNA	  damage	  tolerance	  pathway,	  specifically	  PCNA	  ubiqiutination	  (Kato	  et	  al.,	  2012).	  	  	   Additional	  data	  from	  H.	  sapiens	  supports	  the	  role	  of	  Ino80	  at	  replication	  forks	  (Lee	  et	  al.,	  2014;	  Vassileva	  et	  al.,	  2014),	  in	  addition	  to	  suggesting	  the	  BRCA-­‐1	  associated	  protein	  (BAP1)	  as	  a	  mechanism	  of	  Ino80	  recruitment	  and	  maintenance	  at	  replication	  forks	  (Lee	  et	  al.,	  2014).	  BAP1	  is	  a	  de-­‐ubiquitinating	  enzyme	  (Jensen	  et	  al.,	  1998)	  that	  is	  often	  mutated	  in	  certain	  cancers	  (Wood	  et	  al.,	  2007).	  This	  study	  demonstrated	  that	  BAP1	  interacts	  with	  Ino80	  through	  its	  HSA	  domain,	  an	  interaction	  that	  retains	  Ino80	  at	  forks	  by	  de-­‐ubiquitination,	  which	  prevents	  protein	  degradation	  by	  extending	  Ino80	  protein	  half	  life	  (Lee	  et	  al.,	  2014).	  Subsequently,	  they	  observed	  Ino80	  protein	  expression	  to	  be	  down	  regulated	  in	  BAP1-­‐deficent	  cancer	  cell	  lines	  (Lee	  et	  al.,	  2014),	  proposing	  a	  mechanism	  by	  which	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the	  INO80	  chromatin	  remodeller	  may	  contribute	  to	  human	  cancers,	  similar	  to	  the	  BAF	  and	  PBAF	  complexes.	  Furthermore,	  this	  study	  highlighted	  the	  importance	  of	  Ino80	  mediated	  replication	  in	  mouse	  development,	  a	  novel	  role	  for	  Ino80,	  which	  had	  previously	  been	  implicated	  only	  in	  the	  transcription	  of	  genes	  in	  the	  pluripotency	  network	  for	  blastocyst	  development	  (Wang	  et	  al.,	  2014).	  	  
1.2.4.1.5 Chromosome	  segregation	  	  Additional	  pathways	  can	  contribute	  to	  human	  cancers,	  one	  avenue	  is	  through	  aneuploidy	  or	  polyploidy	  as	  a	  result	  of	  chromosome	  misegregation	  events	  (discussed	  later	  in	  more	  detail).	  Indeed,	  INO80	  in	  S.	  cerevisiae	  has	  been	  linked	  to	  the	  maintenance	  of	  sister	  chromatid	  cohesion	  through	  its	  Arp8	  subunit	  (Ogiwara	  et	  al.,	  2007).	  In	  this	  study,	  arp8	  null	  cells	  were	  shown	  to	  have	  separated	  sister	  chromatids,	  indicative	  of	  defects	  in	  sister	  chromatid	  cohesion.	  Subsequently,	  Ctf18,	  a	  protein	  that	  loads	  and	  unloads	  PCNA	  in	  vitro,	  was	  found	  to	  be	  decreased	  at	  replication	  forks	  in	  arp8	  null	  cells	  (Ogiwara	  et	  al.,	  2007).	  Both	  PCNA	  and	  Ctf18	  are	  required	  for	  cohesion	  establishment	  at	  replication	  forks	  (Lengronne	  et	  al.,	  2006;	  Moldovan	  et	  al.,	  2006).	  	  	   Further	  influences	  of	  INO80	  on	  chromosome	  stability,	  which	  impact	  on	  the	  fidelity	  of	  chromosome	  segregation,	  have	  been	  highlighted	  by	  the	  role	  of	  Ino80	  in	  the	  maintenance	  of	  centromere	  structure	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  The	  discovery	  of	  this	  role	  resulted	  from	  the	  observation	  that	  either	  ino80	  or	  ies6	  null	  cells	  quickly	  become	  polyploid	  through	  a	  whole	  genome	  duplication	  event	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  Further	  analysis	  revealed	  both	  INO80	  and	  IES6	  were	  important	  for	  the	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maintenance	  of	  a	  centromeric	  plasmid	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  In	  addition,	  their	  deletion	  caused	  irregular	  DAPI	  staining,	  indicative	  of	  errors	  in	  chromosome	  segregation,	  in	  addition	  to	  hypersensitivity	  to	  the	  microtubule	  destabilising	  drug	  benomyl	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  Interestingly,	  both	  ies6	  and	  ino80	  null	  cells	  had	  increased	  levels	  of	  H2A.Z	  at	  the	  centromere,	  which	  made	  their	  DNA	  susceptible	  to	  MNase	  digestion	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  This	  indicates	  that	  relaxed	  chromatin	  structure,	  as	  a	  result	  of	  H2A.Z	  misregulation	  in	  cells	  lacking	  Ino80	  or	  Ies6,	  could	  be	  contributing	  to	  chromosome	  segregation	  problems.	  	   In	  H.	  sapiens,	  INO80	  has	  been	  linked	  to	  aneuploidy	  through	  the	  loss	  of	  the	  mammalian	  specific	  subunit	  YY1	  (Wu	  et	  al.,	  2007;	  Table	  1).	  On	  study	  demonstrated	  that	  YY1	  knockdown	  results	  in	  a	  polyploid	  phenotype,	  in	  addition	  to	  structural	  chromosomal	  aberrations	  (Wu	  et	  al.,	  2007).	  Further	  studies	  have	  suggested	  Ino80	  may	  interact	  with	  the	  microtubule	  and	  the	  E-­‐hook	  domain	  of	  α-­‐Tubulin	  (Park	  et	  al.,	  2011).	  Suggesting	  an	  interaction	  between	  Ino80	  and	  spindle	  microtubules	  (Hur	  et	  al.,	  2010),	  and	  a	  requirement	  for	  Ino80	  in	  microtubule	  assembly	  during	  mitosis,	  due	  to	  total	  loss	  of	  microtubule	  formation	  in	  metaphase	  Ino80	  knockdown	  cells	  (Hur	  et	  al.,	  2010).	  However,	  these	  conclusions	  require	  further	  investigation	  due	  to	  the	  complexity	  of	  factors	  determining	  microtubule	  formation.	  Ino80	  knockdown	  cells,	  exhibit	  problems	  with	  chromosome	  segregation.	  These	  included	  an	  inability	  to	  establish	  condensed	  chromosomes	  during	  prophase,	  in	  addition	  to	  segregation	  errors,	  resulting	  in	  the	  appearance	  of	  micronuclei	  and	  anaphase	  bridges	  (Hur	  et	  al.,	  2010).	  	   	  	   Data	  from	  S.	  cerevisiae	  and	  H.	  sapiens	  demonstrates	  that	  the	  INO80	  complex	  is	  important	  in	  conducting	  proper	  and	  controlled	  segregation	  of	  chromosomes,	  which,	  as	  previously	  discussed,	  is	  vital	  for	  maintaining	  genomic	  stability	  and	  for	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the	  prevention	  of	  cancer.	  At	  least	  for	  chromosome	  segregation,	  it	  is	  clear	  that	  the	  Ies6	  subunit	  of	  the	  INO80	  complex	  completely	  mimics	  the	  functions	  of	  the	  catalytic	  component,	  Ino80.	  	  
1.2.4.1.6 Ies6	  
	  The	  Ies6	  protein	  in	  S.	  cerevisiae	  and	  is	  highly	  conserved	  across	  multiple	  organisms	  (Figure	  5	  A),	  most	  notably	  at	  its	  C-­‐terminus,	  which	  contains	  sequence	  homology	  to	  a	  domain	  defined	  as	  ‘YL1_C’	  (Figure	  5).	  The	  YL1_C	  domain	  was	  first	  identified	  from	  a	  study	  of	  the	  human	  protein	  YL-­‐1	  (Horikawa	  et	  al.,	  1995),	  where	  the	  N-­‐terminal	  or	  central	  region	  was	  termed	  ‘YL1	  nuclear’	  and	  the	  C-­‐terminal	  portion	  is	  defined	  as	  ‘YL1_C’	  (Figure	  5	  C).	  Though	  the	  function	  of	  both	  these	  domains	  has	  not	  been	  rigorously	  determined,	  the	  data	  available	  suggests	  they	  have	  the	  capacity	  to	  bind	  DNA	  and	  are	  common	  to	  transcription	  factors	  (Horikawa	  et	  al.,	  1995).	  Indeed,	  previous	  work	  has	  shown	  Ies6	  has	  the	  capacity	  to	  bind	  dsDNA	  and	  have	  preference	  for	  Y-­‐fork	  structures	  (Fenwick,	  2010).	  More	  recent	  work	  supports	  an	  Ies6	  DNA	  binding	  function	  in	  a	  complex	  with	  Arp5	  (Tosi	  et	  al.,	  2013),	  as	  well	  as	  nucleosome	  binding	  in	  complex	  with	  Arp5	  (Chen	  et	  al.,	  2013).	  Previous	  work	  from	  Fenwick	  2010	  demonstrated	  that	  the	  presence	  of	  four	  mutataions	  within	  the	  YL1_C	  domain	  (Figure	  5	  B	  and	  C)	  were	  sufficient	  to	  disrupt	  DNA	  binding,	  which	  would	  indicate	  this	  domain	  is	  structurally	  significant	  to	  Ies6	  function.	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S. cerevisiae    1 ---------------------------------------------MSGSRGNSSNSSVSNNSNNNNNNDGGDERLLFLRSVGERNEIGFPSRFKSAHYKKPTRRHK 
S. pombe         1 -------------------------------------------------------------MEKNSSVDSLDISLLAR------------–PFRNPNYKAQPRRNR 
Homo sapiens     1 MAAQIPIVATTSTPGIVRNSKKRPASPSHNGSSGGGYGASKKKKASASSFAQGISMEAMSENKMVPSEFSTGPVEKAAKPLPFKDPNFVHSGHGGAVAGKKNRTWK  
Mus musculus     1 MAAQIPIVAATSTPAVARNSKKRPASPSHN-SSGGGYGASKKKKLSASGFAQGVSIEAMNESKMASSELSSGPVEKAAKPLPFKDPNFVHSGHGGAVAGKKNRTWK 
Rattus rattus    1 MAAQIPIVAATSTPTVARNSKKRPASPSHN-SSGGGYGASKKKKLSASGFAQGVSIEAMSESKMASSELSSGPVEKAAKPLPFKDPNFVHSGHGGAVAGKKNRTWK 
D. melanogaster  1 ------------------------------------------------------------------MEQNAKPKRSFKRPFTFP----------------KNCVYR 




S. cerevisiae    62  SARQLISDENKRINALLTKANKAAESSTAARRLVPKATYFSVEAPPSIRPAKKYCDVTGLKGFYKSPTNNIRYHNAEIYQLIVKPMAPGVDQEYLKLRGANFVLK 
S. pombe         33  NLRQIIQND-------------------PVQNEPSKFSYSSIEAPPSVLPQPKYCDVTGLLAIYTDPKTRLRYHNKEIYGLIR-ELPSGADQEYLKLRSSDVVLK 
Homo sapiens     107 NLKQILASER------------------ALPWQLNDPNYFSIDAPPSFKPAKKYSDVSGLLANYTDPQSKLRFSTIEEFSYIR-RLPSDVVTGYLALRKATSIVP 
Mus musculus     106 NLKQILAAER------------------ALPWQLNDPNYFSIDAPPSFKPAKKYSDISGLLANYTDPQSKLRFSTVEEFSYIR-RLPSDVVTGYLALRKATSIVP 
Rattus rattus    106 NLKQILAAER------------------ALPWQLNDPNYFSIDAPPSFKPAKKYSDVSGLLANYTDPQSKLRFSTVEEFSYIR-RLPSDVVTGYLTLRKATSIVP 
D. melanogaster  24  PLRQISNMER------------------SQKLSAEQPTYFTLNAPPSLVPAKKYSDISGLPAPYADPHTKLRFASADEYASMQ-HMPSDIVNGYLMVRGYTSAVG 





S. cerevisiae    1 ---------------------------------------------MSGSRGNSSNSSVSNNSNNNNNNDGGDERLLFLRSVGERNEIGFPSRFKSAHYKKPTRRHK 
S. pombe         1 -------------------------------------------------------------MEKNSSVDSLDISLLAR------------–PFRNPNYKAQPRRNR 
Homo sapiens     1 MAAQIPIVATTSTPGIVRNSKKRPASPSHNGSSGGGYGASKKKKASASSFAQGISMEAMSENKMVPSEFSTGPVEKAAKPLPFKDPNFVHSGHGGAVAGKKNRTWK  
Mus musculus     1 MAAQIPIVAATSTPAVARNSKKRPASPSHN-SSGGGYGASKKKKLSASGFAQGVSIEAMNESKMASSELSSGPVEKAAKPLPFKDPNFVHSGHGGAVAGKKNRTWK 
Rattus rattus    1 MAAQIPIVAATSTPTVARNSKKRPASPSHN-SSGGGYGASKKKKLSASGFAQGVSIEAMSESKMASSELSSGPVEKAAKPLPFKDPNFVHSGHGGAVAGKKNRTWK 
D. melanogaster  1 ------------------------------------------------------------------MEQNAKPKRSFKRPFTFP----------------KNCVYR 




S. cerevisiae    62  SARQLISDENKRINALLTKANKAAESSTAARRLVPKATYFSVEAPPSIRPAKKYCDVTGLKGFYKSPTNNIRYHNAEIYQLIVKPMAPGVDQEYLKLRGANFVLK 
S. pombe         33  NLRQIIQND-------------------PVQNEPSKFSYSSIEAPPSVLPQPKYCDVTGLLAIYTDPKTRLRYHNKEIYGLIR-ELPSGADQEYLKLRSSDVVLK 
Homo sapiens     107 NLKQILASER------------------ALPWQLNDPNYFSIDAPPSFKPAKKYSDVSGLLANYTDPQSKLRFSTIEEFSYIR-RLPSDVVTGYLALRKATSIVP 
Mus musculus     106 NLKQILAAER------------------ALPWQLNDPNYFSIDAPPSFKPAKKYSDISGLLANYTDPQSKLRFSTVEEFSYIR-RLPSDVVTGYLALRKATSIVP 
Rattus rattus    106 NLKQILAAER------------------ALPWQLNDPNYFSIDAPPSFKPAKKYSDVSGLLANYTDPQSKLRFSTVEEFSYIR-RLPSDVVTGYLTLRKATSIVP 
D. melanogaster  24  PLRQISNMER------------------SQKLSAEQPTYFTLNAPPSLVPAKKYSDISGLPAPYADPHTKLRFASADEYASMQ-HMPSDIVNGYLMVRGYTSAVG 








Figure	  5:	  Ies6	  is	  highly	  conserved	  	  across	  different	  organisms	  and	  contains	  a	  putitive	  
DNA	  binding	  domain	  known	  as	  YL1_C	  
A. Multiple	  protein	  alignment	  of	  the	  Ies6	  protein	  from	  different	  organisms.	  Produced	  using	  Clustal	  W	  and	  BoxShade.	  Consensus	  residues	  are	  highlighted	  in	  black	  and	  similar	  in	  grey.	  
B. Schematic	  depicting	  the	  mutagenesis	  of	  Ies6	  residues	  previously	  conducted	  in	  Fenwick	  2010.	  
C. Multiple	  protein	  alignment	  depicting	  the	  location	  of	  mutations	  created	  by	  Fenwick	  2010	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   In	  addition	  YL1_C	  domain	  homology,	  providing	  a	  link	  to	  a	  DNA	  interaction	  interface,	  cross	  linking	  studies	  have	  shown	  interaction	  of	  Ies6	  with	  Arp5	  and	  Rvb2	  (Tosi	  et	  al.,	  2013).	  From	  the	  method	  of	  cross	  linking	  used	  and	  the	  amino	  acid	  range,	  potential	  Arp5	  and	  Rvb2	  interaction	  ‘domains’	  can	  be	  inferred.	  However,	  the	  lack	  of	  definitive	  structural	  information	  relating	  to	  Ies6	  makes	  inferring	  the	  function	  of	  its	  putative	  subunit	  interacting	  ‘domains’	  difficult.	  	  	   Similarities	  between	  the	  phenotypes	  of	  ies6	  and	  ino80	  null	  cells	  in	  S.	  
cerevisiae	  are	  striking;	  both	  are	  sensitive	  to	  HU,	  MMS	  and	  benomyl,	  with	  defects	  in	  growth,	  cell	  viability,	  ploidy	  maintenance,	  in	  addition	  to	  increased	  H2A.Z	  at	  centromeres,	  leading	  to	  altered	  centromere	  structure	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  Furthermore,	  a	  recent	  study	  has	  implicated	  Ies6	  as	  being	  critical	  to	  basic	  INO80	  chromatin	  remodelling	  functions,	  such	  as	  nucleosome	  sliding	  and	  H2A.Z	  dimer	  exchange	  (Watanabe	  et	  al.,	  2015),	  however,	  in	  contrast	  to	  reports	  from	  H.	  sapiens	  (Chen	  et	  al.,	  2013)	  Ies6	  was	  not	  important	  for	  nucleosome	  binding	  (Watanabe	  et	  al.,	  2015).	  	  However,	  still	  relatively	  little	  is	  known	  about	  Ies6	  in	  relation	  to	  other	  functions	  of	  INO80,	  such	  as	  DNA	  repair,	  replication,	  or	  the	  mechanisms	  underlying	  the	  influence	  of	  Ies6	  on	  H2A.Z	  incorporation	  at	  centromeres.	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1.3 The	  process	  of	  faithful	  chromosome	  segregation	  	  Chromosome	  segregation	  is	  a	  vital	  part	  of	  mitosis	  (M-­‐phase	  of	  the	  cell	  cycle)	  which	  allows	  cells	  to	  generate	  daughter	  cells	  containing	  an	  equal	  number	  of	  chromosomes	  to	  the	  parent	  cell.	  The	  eukaryotic	  cell	  cycle	  consists	  of	  two	  main	  phases:	  interphase,	  and	  mitosis	  (M-­‐phase).	  Interphase	  is	  composed	  of	  three	  stages:	  an	  initial	  growth	  phase	  (G1),	  which	  is	  interrupted	  by	  a	  period	  of	  DNA	  replication	  (S-­‐phase),	  and	  followed	  by	  a	  final	  growth	  phase	  (G2)	  (Verdaasdonk	  and	  Bloom,	  2011).	  	   Mitosis	  is	  initiated	  following	  G2	  and	  has	  a	  total	  of	  five	  steps:	  prophase,	  when	  the	  chromosomes	  are	  condensed,	  prometaphase,	  where	  microtubules	  search	  for	  chromosome	  kinetochores,	  metaphase,	  when	  chromosomes	  become	  bi-­‐orientated,	  anaphase,	  when	  sisters	  separate	  to	  opposite	  poles,	  and	  telophase,	  where	  chromosomes	  decondense	  (Verdaasdonk	  and	  Bloom,	  2011).	  Each	  step	  is	  critical	  for	  the	  production	  of	  viable	  daughter	  cells.	  However,	  metaphase	  and	  anaphase	  contain	  critical	  steps	  for	  achieving	  faithful	  chromosome	  segregation	  (Verdaasdonk	  and	  Bloom,	  2011).	  	   During	  metaphase,	  microtubules	  extend	  from	  the	  centrosomes	  at	  each	  pole	  of	  the	  cell.	  The	  microtubules	  attach	  to	  the	  kinetochores	  within	  the	  centromere	  of	  each	  sister	  chromatid	  and	  force	  exerted	  from	  the	  centrosomes	  pulls	  on	  the	  microtubules.	  This	  force	  causes	  the	  sister	  chromatids	  to	  line	  up	  along	  the	  metaphase	  plate.	  Once	  aligned,	  the	  microtubules	  pull	  the	  chromatids	  towards	  opposite	  poles	  of	  the	  cell.	  Here,	  cohesion	  proteins	  encase	  the	  sisters	  and	  create	  an	  opposing	  force.	  This	  tension	  signals	  that	  two	  identical	  copies	  of	  one	  chromosome	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are	  to	  be	  separated	  at	  different	  poles.	  Upon	  the	  degradation	  of	  cohesin	  during	  anaphase,	  chromosomes	  are	  pulled	  towards	  the	  centrosomes	  by	  their	  centromeres.	  Once	  cohesion	  is	  removed	  and	  the	  replicated	  chromosomes	  are	  on	  opposite	  poles	  of	  the	  cell,	  the	  final	  stage,	  telophase,	  involves	  the	  formation	  of	  a	  nuclear	  membrane	  around	  each	  set	  of	  newly	  replicated	  chromosomes,	  followed	  by	  cytokinesis	  to	  produce	  two	  daughter	  cells	  (Verdaasdonk	  and	  Bloom,	  2011)..	  	  
1.3.1 The	  structure	  and	  role	  of	  the	  centromere	  	  The	  centromere	  is	  a	  complex	  chromatin	  structure,	  which	  contains	  characteristic	  PTMs,	  histone	  variants	  and	  associated	  chromatin	  proteins.	  Chromosome	  segregation	  is	  directed	  by	  the	  centromere,	  as	  it	  allows	  for	  the	  formation	  of	  the	  kinetochore	  to	  which	  the	  microtubules	  attach.	  Therefore,	  it	  is	  vital	  that	  chromosomes	  enter	  prophase	  with	  only	  a	  single	  centromere	  on	  each	  chromosome	  to	  prevent	  improper	  segregation.	  	  	   The	  centromeric	  region	  of	  eukaryotic	  chromosomes	  is	  partly	  defined	  by	  specific	  DNA	  repeat	  sequences.	  In	  S.	  cerevisiae	  there	  are	  three	  conserved	  centromeric	  repeat	  sequences	  known	  as	  centromere	  DNA	  elements:	  CDEI,	  CDEII,	  and	  CDEIII.	  Their	  sequence	  lengths	  vary:	  CDEI	  is	  8bp	  in	  length,	  CDEII	  is	  26bp,	  and	  CDEIII	  can	  be	  between	  78-­‐86bp	  (Fitzgerald-­‐Hayes	  et	  al.,	  1982)	  when	  combined,	  the	  sequence	  is	  sufficient	  to	  confer	  mitotic	  stability	  of	  plasmid	  DNA	  (Clarke	  and	  Carbon,	  1980,	  1983;	  Hieter	  et	  al.,	  1985).	  	  	   In	  contrast,	  centromere	  sequences	  from	  higher	  eukaryotes,	  including	  H.	  
sapiens,	  are	  governed	  in	  part	  by	  vast	  satellite	  repeats	  (Schueler	  et	  al.,	  2001).	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Although,	  their	  DNA	  structure	  varies	  considerably,	  the	  proteins	  associated	  with	  all	  eukaryotic	  centromeric	  chromatin	  are	  highly	  conserved,	  and	  DNA	  sequences	  serve	  to	  recruit	  them.	  Namely,	  the	  histone	  H3	  variant,	  CENPA	  (Cse4	  in	  S.	  cerevisiae),	  which	  is	  unique	  to	  the	  centromere	  (Sullivan	  et	  al.,	  1994)	  and	  incorporated	  into	  the	  nucleosomes	  of	  centrometic	  chromatin	  (Stoler	  et	  al.,	  1995).	  The	  CENPA	  histone	  variant	  is	  essential	  for	  maintaining	  kinetochore	  structure	  (Van	  Hooser	  et	  al.,	  2001;	  Howman	  et	  al.,	  2000),	  making	  it	  vital	  for	  mitosis	  progression	  and	  proper	  chromosome	  segregation.	  In	  S.	  cerevisiae,	  CENPA	  is	  known	  to	  interact	  with	  suppressor	  of	  chromosome	  misegregation	  3	  (Smc3)	  via	  its	  centromere	  targeting	  domain	  (CATID),	  an	  interaction	  that	  enables	  Smc3	  to	  act	  as	  a	  chaperone	  for	  CENPA	  (Zhou	  et	  al.,	  2011)	  by	  recruiting	  to	  its	  target	  nucleosomes.	  	   It	  has	  been	  suggested	  that	  the	  H2A.Z	  histone	  variant	  regulates	  the	  formation	  of	  neocentromeres	  (NC),	  centromeres	  that	  occur	  ectopically	  and	  do	  not	  require	  DNA	  sequence	  elements,	  in	  S.	  pombe	  (Ogiyama	  et	  al.,	  2013).	  This	  study	  demonstrated	  that	  H2A.Z	  expression	  in	  ectopic	  neocentromeres	  served	  to	  inhibit	  Smc3	  association,	  subsequently	  reducing	  CENPA	  nucleosome	  incorporation.	  Upon	  the	  removal	  of	  H2A.Z,	  Smc3	  and	  CENPA	  association	  was	  restored,	  allowing	  for	  centromere	  stabilisation	  (Ogiyama	  et	  al.,	  2013).	  	  	   Furthermore,	  H2A.Z	  has	  been	  found	  in	  the	  centric	  and	  pericentric	  chromatin	  of	  both	  H.	  sapiens	  and	  Mus	  musculus	  (Greaves	  et	  al.,	  2007).	  Within	  the	  centric	  chromatin,	  H2A.Z	  and	  dimethylated	  K4	  H3	  are	  arranged	  between	  subdomains	  on	  CENPA.	  This	  arrangement	  of	  H2A.Z	  is	  thought	  to	  organise	  the	  centromere	  structure	  (Greaves	  et	  al.,	  2007).	  In	  addition,	  H2A.Z	  loss	  in	  S.	  pombe,	  through	  the	  removal	  of	  Msc1	  or	  Swr1	  driven	  incorporation,	  leads	  to	  a	  loss	  of	  centromere	  silencing	  and	  chromosome	  segregation	  defects	  (Hou	  et	  al.,	  2010).	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These	  findings	  suggest	  that	  H2A.Z	  may	  be	  important	  for	  determining	  chromatin	  architecture	  by	  CENPA	  exclusion	  resulting	  in	  defined	  and	  identifiable	  centromeric	  regions.	  	  	  	  
1.3.2 The	  importance	  of	  stable	  Kinetochore-­‐Microtubule	  interactions	  	  
1.3.2.1 Kinetochore	  assembly	  	  The	  kinetochore	  in	  S.	  cerevisiae	  is	  a	  multi-­‐protein	  complex	  that	  assembles	  at	  the	  centromere	  to	  form	  a	  contact	  for	  microtubule	  attachment.	  The	  CBF3	  complex	  (Ndc10,	  Ctf13,	  Cep3,	  Skp1)	  (Connelly	  and	  Hieter,	  1996;	  Goh	  and	  Kilmartin,	  1986;	  Lechner	  and	  Carbon,	  1991),	  a	  centromere	  binding	  factor,	  interacts	  directly	  with	  centrometic	  DNA	  at	  the	  CDEIII	  element	  (Lechner	  and	  Carbon,	  1991;	  Ng	  and	  Carbon,	  1987).	  Three	  complexes,	  Ndc80	  (Ndc80,	  Nuf2,	  Spc24,	  Spc25),	  COMA	  (Ctf19-­‐Okp1-­‐Mcm21-­‐Ame1),	  and	  MIND	  (Mtw1p	  including	  Nnf1-­‐Nsl1-­‐Dsn1)	  bridge	  the	  gap	  between	  the	  CBF3	  and	  the	  microtubule	  interacting	  complex	  DASH	  (De	  Wulf	  et	  al.,	  2003).	  The	  DASH	  complex,	  in	  conjunction	  with	  Dam1	  and	  Ask1,	  then	  forms	  a	  ring	  around	  a	  single	  microtubule	  to	  establish	  the	  kinetochore-­‐microtubule	  interaction	  (Miranda	  et	  al.,	  2005).	  Deletion	  of	  many	  of	  these	  proteins	  causes	  kinetochore	  mislocalisation	  or	  detachment	  from	  the	  microtubule.	  For	  example,	  
ndc80-­‐1	  mutants,	  where	  Ndc80	  has	  been	  inactivated,	  show	  ‘scattered’	  kinetochore	  foci,	  typical	  of	  microtubule	  detachment	  (De	  Wulf	  et	  al.,	  2003).	  Kinetochore	  detachments	  from	  the	  microtubule	  can	  induce,	  erroneous,	  merotelic	  kinetochore	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attachments.	  This	  arises	  when	  microtubules	  from	  both	  poles	  are	  connected	  with	  the	  kinetochore	  of	  only	  one	  sister,	  which	  leads	  to	  chromosome	  segregation	  defects.	  	  
1.3.2.2 Erroneous	  kinetochore	  attachments	  	  Attachments	  that	  achieve	  effective	  chromosome	  segregation	  are	  described	  as	  amphitelic,	  where	  the	  microtubules	  attach	  to	  opposite	  spindle	  poles	  during	  mitosis	  in	  a	  bi-­‐polar	  arrangement	  (London	  and	  Biggins,	  2014).	  However,	  there	  are	  various	  forms	  of	  erroneous	  attachment,	  including:	  monotelic,	  syntelic,	  and	  merotelic	  (London	  and	  Biggins,	  2014).	  Merotelic	  attachments	  occur	  frequently	  during	  the	  early	  stages	  of	  mitosis	  and	  are	  a	  major	  driver	  of	  aneuploidy	  (Cimini	  et	  al.,	  2001,	  2003).	  	  	   Monotelic	  kineoteochore	  attachments,	  where	  the	  microtubules	  from	  a	  single	  pole	  attach	  to	  the	  kinetochore	  of	  only	  one	  sister,	  frequently	  occur	  during	  prometaphase	  due	  to	  the	  stochastic	  nature	  of	  the	  microtubule	  and	  spindle	  pole	  interaction	  (Alexander	  and	  Rieder,	  1991).	  However,	  once	  the	  second	  sister	  kinetochore	  is	  located,	  bi-­‐polar	  attachment	  is	  achieved,	  and	  chromosome	  segregation	  is	  unaffected.	  Syntelic	  attachments,	  where	  microtubules	  from	  a	  single	  spindle	  pole	  are	  attached	  to	  the	  kinetochores	  of	  both	  sisters	  (London	  and	  Biggins,	  2014),	  and	  merotelic	  attachments,	  where	  the	  microtubules	  from	  both	  poles	  are	  connected	  with	  the	  kinetochore	  of	  one	  sister	  (London	  and	  Biggins,	  2014)	  are	  the	  most	  detrimental	  to	  the	  dividing	  cell	  and	  are	  a	  leading	  cause	  of	  aneuploidy	  in	  H.	  
sapiens.	  This	  leads	  to	  cancer	  predisposition	  and	  birth	  defects	  (Chi	  and	  Jeang,	  2007;	  Cimini	  et	  al.,	  2001;	  Hassold	  and	  Hunt,	  2001)	  (discussed	  later).	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   In	  order	  to	  prevent	  the	  misegregation	  of	  chromosomes,	  which	  can	  arise	  from	  undetected	  monotelic,	  syntelic,	  or	  merotelic	  kineotichore	  attachments,	  the	  cell	  has	  developed	  a	  network	  of	  proteins	  to	  monitor	  spindle	  pole	  tension,	  known	  as	  the	  spindle	  assembly	  checkpoint	  (SAC).	  This	  checkpoint	  detects	  erroneous	  microtubule	  attachments	  and	  halts	  the	  cell	  cycle	  until	  amphitelic	  attachments	  are	  achieved.	  	  
1.3.2.3 The	  spindle	  assembly	  checkpoint	  	  Non-­‐amphitelic	  kinetochore	  microtubule	  interactions	  are	  excluded	  from	  anaphase	  by	  the	  spindle	  assembly	  checkpoint	  (SAC),	  which	  signals	  a	  delay	  in	  anaphase	  onset	  (Chen	  et	  al.,	  1996;	  Gillett	  et	  al.,	  2004).	  The	  checkpoint	  in	  S.	  cerevisiae	  is	  composed	  of	  Mad1,	  Mad2,	  Mad3,	  Bub1,	  and	  Bub3,	  which	  are	  systematically	  recruited	  to	  the	  kinetochores	  (Hoyt	  et	  al.,	  1991;	  Li	  and	  Murray,	  1991).	  In	  addition	  to	  Mps1,	  which	  phosphorylates	  Mad1	  upon	  SAC	  activation	  (Hardwick	  et	  al.,	  1996),	  activated	  SAC	  proteins	  inhibit	  Cdc20	  (Hwang	  et	  al.,	  1998),	  which	  activates	  the	  anaphase	  promoting	  complex	  (APC)	  (Visintin	  et	  al.,	  1997).	  Activation	  of	  the	  APC	  regulates	  the	  expression	  of	  the	  anaphase	  inhibitor	  Pds1	  (Cohen-­‐Fix	  et	  al.,	  1996),	  thus	  regulating	  the	  timing	  of	  anaphase	  entry.	  	  	   SAC	  activation	  is	  induced	  upon	  the	  loss	  of	  tensional	  force	  between	  the	  sister	  chromatids	  (Stern	  and	  Murray,	  2001)	  or	  in	  the	  presence	  of	  unattached	  kinetochores	  (Spencer	  and	  Hieter,	  1992;	  Wells,	  1996).	  This	  enables	  the	  cell	  to	  easily	  identify	  both	  monoteylic	  and	  syntelic	  kinetochore	  attachments,	  however,	  metrotelic	  attachments	  are	  significantly	  more	  difficult	  to	  detect,	  as	  neither	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amphitelic	  or	  merotelic	  attachments	  signal	  to	  the	  cell	  that	  there	  is	  an	  unattached	  kineotochore	  and	  can	  produce	  tension	  across	  both	  sisters.	  The	  Ipl1	  kinase	  (Aurora	  B	  in	  H.	  sapiens)	  is	  known	  to	  prevent	  kinetochores	  with	  merotelic	  attachments	  from	  entering	  anaphase.	  This	  is	  achieved	  by	  destabilising	  low	  tension	  attachments	  to	  generate	  un-­‐attached	  kinetochores,	  thus	  initiating	  SAC	  activation	  (Pinsky	  et	  al.,	  2006;	  Tanaka	  et	  al.,	  2002).	  	  	   Using	  these	  mechanisms	  the	  SAC	  can	  effectively	  monitor	  the	  potential	  risk	  of	  chromosomal	  misegregation	  through	  kinetochore	  defects.	  The	  creation	  of	  tensional	  force	  at	  the	  centromere,	  through	  kinetochore	  attachment,	  indicates	  chromosome	  polarity.	  However,	  additional	  mechanisms	  exist	  to	  create	  tensional	  force	  along	  the	  length	  of	  each	  sister	  chromatid	  to	  complement	  tension	  created	  at	  the	  centromere,	  and	  ensure	  sisters	  are	  segregated	  to	  opposite	  poles.	  	  
1.3.3 The	  SMC	  protein	  family	  increase	  chromosomal	  tension	  	  Successful	  chromosome	  segregation	  during	  mitosis	  involves	  the	  disassembly	  of	  chromosomes	  in	  a	  controlled	  and	  concise	  manner.	  In	  part,	  this	  is	  achieved	  by	  structural	  maintenance	  of	  chromosomes	  (SMC)	  proteins.	  Proteins	  in	  the	  SMC	  family	  make	  up	  the	  core	  components	  of	  large	  protein	  complexes,	  namely	  condensin,	  cohesin	  and	  the	  SMC5/6	  complex	  (Wood	  et	  al.,	  2010).	  	  	   All	  SMC	  proteins	  are	  characterised	  by	  specific	  domains,	  which	  give	  them	  a	  distinctive	  triangular	  shape.	  This	  includes	  a	  pair	  of	  highly	  conserved	  Walker	  motifs,	  separated	  by	  two	  large	  coiled	  coils,	  with	  a	  central	  hinge	  domain.	  The	  domains	  are	  arranged	  so	  that	  the	  N-­‐terminal	  Walker	  A,	  and	  C-­‐terminal	  Walker	  B	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motifs	  assemble	  side	  by	  side	  to	  form	  an	  ATP	  nucleotide	  binding	  domain	  (Löwe	  et	  al.,	  2001),	  a	  region	  known	  as	  the	  head	  domain.	  The	  coiled	  coils	  then	  run	  antiparallel,	  with	  the	  hinge	  domain	  at	  the	  proteins	  apex	  (Löwe	  et	  al.,	  2001).	  In	  both	  the	  condensin	  and	  cohesin	  complexes,	  two	  different	  SMC	  monomers	  are	  joined	  at	  their	  hinge	  domain	  to	  form	  a	  heterodimer.	  Additional	  non-­‐SMC	  subunits	  within	  specific	  complexes	  assemble	  on	  the	  head	  domains.	  This	  arrangement	  of	  subunits	  gives	  complexes	  in	  the	  SMC	  family	  their	  distinct	  tripartite	  structure	  and	  a	  triangular	  shape.	  	  
1.3.3.1 The	  role	  of	  condensin	  	  Condensin	  is	  a	  protein	  complex	  in	  the	  SMC	  family	  that	  is	  required	  for	  chromosome	  compaction	  throughout	  the	  cell	  cycle.	  In	  H.	  sapiens	  there	  are	  two	  distinct	  forms	  of	  condensin	  known	  as	  condensin	  I	  and	  condensin	  II.	  The	  two	  forms	  are	  defined	  by	  their	  non-­‐SMC	  protein	  composition.	  Condensin	  II	  promotes	  compaction	  of	  chromosomes	  upon	  entry	  into	  mitosis,	  while	  condensin	  I	  assembles	  chromosomes	  in	  metaphase	  after	  the	  degradation	  of	  the	  nuclear	  envelope	  (Hirano,	  2005).	  In	  all	  organisms,	  the	  condensin	  complex	  contains	  a	  heterodimer	  of	  SMC2	  and	  SMC4,	  in	  addition	  to	  the	  non-­‐SMC	  proteins,	  which	  are	  thought	  to	  regulate	  condensin	  (Kimura	  et	  al.,	  1998).	  In	  S.	  cerevisiae,	  where	  only	  condensin	  I	  exists,	  these	  proteins	  Ycs4,	  Ycg1,	  and	  Brn1	  have	  direct	  homologues	  in	  H.	  sapiens	  (CAP-­‐D2,	  CAP-­‐G	  and	  CAP-­‐H)	  (Hirano,	  2002).	  Crystal	  structures	  obtained	  of	  vertebrate	  condensin	  demonstrate	  that	  CAP-­‐H	  binds	  directly	  to	  the	  head	  domains	  of	  SMC2/SMC4,	  which	  recruits	  CAP-­‐D2	  and	  CAP-­‐G	  through	  their	  HEAT	  domains	  (Onn	  et	  al.,	  2007).	  In	  S.	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cerevisiae,	  all	  the	  non-­‐SMC	  proteins	  of	  condensin	  are	  phosphorylated	  by	  the	  Cdc5	  kinase	  during	  mitosis.	  This	  phosphorylation	  event	  is	  sufficient	  to	  activate	  the	  complexes	  DNA	  supercoiling	  function	  (St-­‐Pierre	  et	  al.,	  2009).	  
	   In	  S.	  cerevisiae,	  mutation	  in	  either	  Smc2	  or	  Smc4	  causes	  pronounced	  chromosome	  condensation	  and	  segregation	  defects	  (Freeman	  et	  al.,	  2000;	  Strunnikov	  et	  al.,	  1995).	  The	  same	  defects	  are	  observed	  when	  mutating	  any	  of	  the	  non-­‐SMC	  subunits,	  Ycs4,	  Ycg1,	  or	  Brn1	  (Lavoie	  et	  al.,	  2004;	  Ouspenski	  et	  al.,	  2000;	  Poirier	  et	  al.,	  2002).	  This	  demonstrates	  the	  importance	  of	  maintaining	  an	  intact	  condensin	  complex	  to	  the	  cell	  during	  mitosis.	  However,	  additional	  data	  from	  S.	  
cerevisiae	  has	  highlighted	  a	  requirement	  for	  condensin	  during	  interphase	  for	  the	  organisation	  of	  rDNA	  genes.	  Consequently,	  the	  mutation	  or	  deletion	  of	  any	  of	  the	  condensin	  subunits	  allows	  uncontrolled	  recombination	  of	  rDNA	  clusters,	  which	  become	  dispersed	  throughout	  the	  genome	  (Ambrosio	  et	  al.,	  2008).	  These	  results	  highlight	  the	  importance	  of	  chromosome	  condensation	  in	  preventing	  permissive	  recombination,	  in	  addition	  to	  promoting	  faithful	  chromosome	  segregation.	  	  
1.3.3.2 The	  role	  of	  cohesin	  	  In	  addition	  to	  the	  importance	  of	  compaction,	  a	  second	  SMC	  complex,	  known	  as	  cohesin,	  is	  required	  to	  keep	  sister	  chromatids	  cohered	  during	  mitotic	  DNA	  replication.	  The	  mitotic	  cohesin	  complex	  in	  S.	  cerevisiae	  is	  composed	  of	  an	  Smc1	  and	  Smc3	  heterodimer,	  in	  addition	  to	  the	  non-­‐SMC	  proteins,	  Scc3	  and	  Scc1	  (SA1/SA2	  and	  RAD21	  in	  H.	  sapiens)	  (Hirano,	  2002).	  In	  meiosis,	  the	  Scc1	  subunit	  is	  replaced	  by	  a	  meiosis	  specific	  kleisin,	  also	  known	  as	  Rec8	  (Uhlmann	  et	  al.,	  1999).	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Both	  mitotic	  and	  meiotic	  cohesin	  assemble	  into	  the	  triangular	  shape	  typical	  of	  SMC	  family	  members.	  The	  Scc3	  subunit	  binds	  to	  Scc1,	  which	  bridges	  the	  head	  domains	  of	  Smc1	  and	  Smc3,	  this	  makes	  contact	  with	  the	  Smc1	  C-­‐terminus	  and	  Smc3	  N-­‐terminus	  (Haering	  et	  al.,	  2002).	  Mutation	  in	  any	  of	  the	  cohesin	  subunits	  causes	  dramatic	  chromosome	  separation	  defects	  (Guacci	  et	  al.,	  1997;	  Michaelis	  et	  al.,	  1997).	  	   Many	  different	  models	  exist	  to	  explain	  how	  cohesin	  may	  hold	  chromosomes	  together.	  Due	  to	  the	  ring	  structure	  of	  cohesin,	  the	  “embrace”	  model	  proposes	  that	  sister	  chromatids	  are	  topologically	  embraced	  by	  cohesin,	  which	  is	  assembled	  around	  the	  sisters	  through	  the	  cleavage	  of	  Scc1	  by	  the	  protease	  Esp1	  (separase)	  (Haering	  et	  al.,	  2002).	  Though,	  alternative	  models	  have	  since	  proposed	  that	  cohesin	  may	  oligomerise	  whilst	  bound	  to	  the	  DNA	  of	  each	  sister,	  thus	  holding	  them	  together.	  It	  has	  been	  proposed	  that	  cohesin	  complexes	  may	  join	  at	  the	  coiled	  coils	  in	  the	  “snap”	  model	  (Milutinovich	  and	  Koshland,	  2003),	  or	  at	  the	  hinge	  domains	  in	  the	  “bracelet”	  model	  (Huang	  et	  al.,	  2005).	  Despite	  the	  mystery	  surrounding	  its	  mechanism	  of	  action,	  it	  is	  known	  that	  cohesin	  is	  bound	  to	  the	  sisters	  in	  prophase.	  This	  attachment	  provides	  suitable	  resistance	  during	  metaphase,	  when	  the	  chromatids	  are	  pulled	  towards	  the	  spindle	  poles	  by	  their	  kinetochores.	  The	  opposing	  force	  indicates	  the	  presence	  of	  a	  replicated	  chromosome	  pair	  that	  is	  to	  be	  divided	  between	  the	  resulting	  daughter	  cells.	  During	  the	  transition	  into	  anaphase,	  cohesin	  is	  cleaved	  by	  Esp1	  to	  allow	  the	  sisters	  to	  be	  pulled	  to	  opposite	  poles	  (Ciosk	  et	  al.,	  1998).	  In	  the	  absence	  of	  precise,	  directed	  loading	  and	  release	  of	  mitotic	  cohesin,	  errors	  can	  arise	  during	  chromosome	  segregation	  that	  lead	  to	  genomic	  instability	  and	  disease.	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1.3.4 The	  importance	  of	  efficient	  chromosome	  segregation	  	  The	  roles	  of	  SMC	  protein	  complexes,	  condensin	  and	  cohesin,	  are	  critical	  to	  maintaining	  chromosomal	  stability.	  In	  vivo,	  mammalian	  cells	  lacking	  cohesin	  display	  chromosome	  misegregation	  errors,	  which	  include,	  lagging	  chromosomes,	  the	  failure	  to	  segregate	  their	  entire	  genome	  or	  cells	  containing	  multiple	  nuclei	  (Hauf	  et	  al.,	  2001).	  Defects	  in	  chromosome	  segregation	  that	  lead	  to	  chromosomal	  rearrangements	  and	  misegregation	  errors	  can	  cause	  or	  contribute	  to	  permanent	  states	  of	  chromosomal	  rearrangement.	  These	  include:	  changes	  in	  cellular	  ploidy,	  where	  whole	  chromosome	  number	  increases,	  or	  aneuploidy,	  when	  there	  is	  the	  gain	  or	  loss	  of	  one	  or	  more	  chromosomes.	  These	  alterations	  to	  chromosome	  number	  are	  common	  features	  of	  cancer	  genomes	  (Burrell	  et	  al.,	  2013).	  	  Ploidy	  and	  aneuploidy	  occur	  when	  subunits	  of	  the	  INO80	  or	  pBAF	  chromatin	  remodelling	  complexes	  are	  removed	  (Chambers	  et	  al.	  2012;	  Brownlee	  et	  al.	  2014).	  This	  suggests	  the	  existence	  of	  wider	  influences	  on	  chromosome	  structure	  than	  condensin	  or	  cohesin	  presence	  alone,	  of	  which	  chromatin	  remodellers	  may	  play	  a	  significant	  role.	  However,	  segregation	  errors	  can	  occur	  through	  alternative	  mechanisms,	  including	  the	  misregulation	  of	  the	  centromere,	  kinetochores,	  microtubules	  or	  spindle	  poles.	  If	  these	  complexes	  are	  improperly	  assembled	  it	  can	  lead	  to	  erroneous	  kinetochore	  attachments.	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1.3.4.1 Polyploidy	  	  Alterations	  in	  ploidy	  cause	  reduced	  fitness	  and	  genome	  instability	  in	  cells	  due	  to	  the	  inefficiency	  of	  mitosis,	  for	  example,	  ploidy	  changes	  in	  S.	  cerevisiae	  cause	  a	  dependency	  for	  Bik1,	  a	  protein	  involved	  in	  kinetochore-­‐microtubule	  attachment,	  which	  is	  nonessential	  in	  parental	  haploids	  (Lin	  et	  al.,	  2001).	  In	  the	  short	  term	  such	  changes	  in	  fitness	  are	  deleterious,	  however,	  they	  can	  influence	  an	  evolutionary	  advantage	  over	  their	  parental	  haploids	  when	  acquiring	  subsequent	  mutations.	  The	  period	  of	  instability	  following	  a	  genome	  duplication	  event	  is	  thought	  to	  increase	  the	  frequency	  of	  beneficial	  mutations,	  which	  overall	  can	  cause	  accelerated	  evolution	  in	  yeast	  (Selmecki	  et	  al.,	  2015).	  	  	   In	  H.	  sapiens,	  whole	  genome	  duplication	  events,	  giving	  rise	  to	  polyploid	  or	  tetraploid	  cells,	  are	  characteristic	  of	  cancer	  (Carter	  et	  al.,	  2012;	  Zack	  et	  al.,	  2013).	  Increases	  in	  polidy	  influence	  cancer	  evolution,	  which	  leads	  to	  tumour	  heterogeneity	  (Burrell	  et	  al.,	  2013).	  Variations	  in	  gene	  expression	  within	  tumours,	  and	  between	  patients	  hinder	  the	  selection	  of	  targeted	  therapies.	  	  	  
1.3.4.2 Aneuploidy	  	  Aneuploidy	  cells	  arise	  from	  misegregation	  events	  that	  cause	  the	  gain	  or	  loss	  of	  a	  chromosome.	  Similarly	  to	  irregularities	  in	  ploidy,	  the	  loss	  or	  gain	  of	  chromosomes	  is	  indicative	  of	  cancer	  in	  H.	  sapiens	  (Gordon	  et	  al.,	  2012).	  These	  specific	  alterations	  typically	  reoccur	  with	  high	  frequency	  across	  a	  single	  cancer	  type	  (Gordon	  et	  al.,	  2012).	  The	  specific	  effects	  of	  aneuploidy	  varies	  depending	  on	  the	  organism	  and	  the	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chromosome	  affected,	  however,	  haploid	  S.	  cerevisiae	  strains	  containing	  an	  increase	  of	  one	  chromosome	  are	  slow	  to	  proliferate	  due	  to	  a	  delayed	  G1	  phase	  (Torres	  et	  al.,	  2007).	  In	  developing	  mouse	  embryos,	  trisomy	  for	  chromosomes	  1,	  13	  or	  16	  is	  lethal	  and	  causes	  developmental	  defects	  such	  a	  stunted	  growth	  (Williams	  et	  al.,	  2008).	  Similarly	  in	  H.	  sapiens,	  aneuploidy	  is	  a	  major	  cause	  of	  miscarriage,	  with	  trisomy	  of	  chromosome	  16	  occurring	  at	  a	  high	  frequency	  (Nagaoka	  et	  al.,	  2012).	  In	  addition,	  trisomy	  can	  give	  rise	  to	  birth	  defects,	  most	  notably	  Down	  syndrome,	  caused	  by	  trisomy	  of	  chromosome	  21	  (Patterson,	  2009).	  	  	   Given	  the	  importance	  of	  maintaining	  chromosome	  number	  during	  chromosome	  segregation	  a	  multitude	  of	  factors	  contribute	  to	  the	  successful	  division	  of	  chromosomes,	  including	  histone	  PTM,	  and	  chromatin	  remodellers.	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1.4 Replication	  fidelity	  underpins	  basic	  cellular	  processes	  	  Replication	  of	  DNA	  is	  a	  highly	  conserved	  cellular	  process,	  its	  basic	  function	  is	  replicate	  the	  parental	  chromosomes	  and	  pass	  on	  their	  genetic	  material	  to	  the	  daughter	  cells	  during	  mitosis	  or	  meiosis.	  In	  addition,	  replication	  machinery	  is	  called	  upon	  during	  multiple	  DNA	  repair	  pathways.	  It	  is	  highly	  orchestrated	  to	  ensure	  that	  replication	  origins	  are	  fired	  at	  the	  correct	  points	  during	  the	  cell	  cycle,	  and	  constantly	  monitored	  by	  both	  replication	  and	  S-­‐phase	  checkpoints.	  The	  highly	  regulated	  nature	  of	  the	  replication	  process	  seeks	  to	  prevent,	  or	  at	  the	  very	  least	  minimise,	  errors	  in	  replication.	  Losing	  this	  tight	  regulation	  can	  contribute	  to	  cancer	  progression	  in	  H.	  sapiens.	  	  	  
1.4.1 Replicative	  barriers	  cause	  replication	  stress	  and	  genomic	  instability	  	  Barriers	  that	  inhibit	  the	  progression	  of	  the	  replication	  fork	  can	  cause	  replication	  stress.	  If	  not	  removed,	  these	  barriers	  block	  replication	  fork	  progression	  and	  can	  induce	  replication	  fork	  collapse.	  This	  has	  a	  huge	  impact	  on	  the	  fidelity	  of	  DNA	  synthesis	  and	  can	  potentially	  induce	  errors	  that	  may	  lead	  to	  further	  genomic	  instability.	  Such	  barriers	  can	  occur	  completely	  naturally,	  for	  example,	  lesions	  may	  arise	  from	  DNA	  hydrolysis	  or	  metabolism	  (Lindahl,	  1993),	  unusual	  DNA	  structures:	  such	  as	  triple	  H-­‐DNA,	  left-­‐handed	  Z-­‐DNA,	  and	  slipped-­‐strand	  S-­‐DNA	  regions	  (Mirkin	  and	  Mirkin,	  2007),	  collisions	  between	  replisomes	  and	  DNA	  bound	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proteins	  or	  transcription	  machinery	  (Azvolinsky	  et	  al.,	  2009)	  can	  all	  contribute	  to	  replication	  stress.	  	   The	  production	  of	  replication	  stress	  is	  a	  major	  cause	  of	  genomic	  instability	  (Aguilera	  and	  Gómez-­‐González,	  2008),	  and	  data	  would	  strongly	  suggest	  it	  influences	  cancer	  progression	  (Gaillard	  et	  al.,	  2015;	  Lecona	  and	  Fernández-­‐Capetillo,	  2014).	  For	  example,	  when	  replication	  stress	  is	  induced	  by	  aphidicolin,	  a	  compound	  that	  inhibits	  DNA	  polymerase	  function	  (Krokan	  et	  al.,	  1981),	  micro-­‐deletion	  mutations	  occur,	  which	  highly	  resemble	  mutations	  consistently	  found	  in	  human	  tumours	  (Durkin	  et	  al.,	  2008).	  Furthermore,	  when	  mice	  are	  exposed	  to	  hydroxyurea	  (HU),	  mutated	  progenitor	  cells	  outcompete	  those	  that	  are	  healthy	  within	  the	  population,	  causing	  leukaemogeneis	  (Bilousova	  et	  al.,	  2005).	  Given	  the	  consequences	  of	  replication	  stress,	  eukaryotes	  have	  developed	  a	  surveillance	  system	  in	  the	  form	  of	  S-­‐phase	  and	  replication	  checkpoints,	  which	  monitor	  replication	  fidelity	  and	  activate	  the	  DNA	  damage	  response	  pathway	  (DDR)	  when	  required.	  	   	  
1.4.2 Preventing	  replication	  stress	  	  Mechanisms	  that	  oversee	  replication	  in	  eukaryotes	  are	  highly	  conserved	  pathways.	  In	  S.	  cerevisiae,	  the	  S-­‐phase	  specific	  checkpoint	  is	  composed	  of	  the	  mediator	  of	  replication	  protein	  1	  (Mrc1),	  topoisomerase	  1-­‐associated	  factor	  1	  (Tof1)	  and	  chromosome	  segregation	  in	  meiosis	  protein	  3	  (Csm3)	  (Uzunova	  et	  al.,	  2014).	  Upon	  replication	  stress	  during	  S-­‐phase,	  Mrc1	  is	  phosphorylated	  by	  Mec1	  (Alcasabas	  et	  al.,	  2001),	  and	  is	  also	  found	  in	  association	  with	  Tof1	  and	  Csm3	  at	  the	  replication	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fork	  during	  unperturbed	  replication	  (Bando	  et	  al.,	  2009;	  Katou	  et	  al.,	  2003).	  The	  deletions	  of	  either	  mrc1,	  tof1	  or	  csm3	  are	  synthetically	  lethal	  with	  mutants	  that	  destabilise	  the	  Polα/primase	  (Nedelcheva	  et	  al.,	  2005),	  suggesting	  the	  S-­‐phase	  checkpoint	  proteins	  function	  specifically	  to	  maintain	  replication	  fork	  progression.	  The	  activation	  of	  the	  S-­‐phase	  checkpoint	  in	  S.	  cerevisiae	  is	  known	  to	  influence	  downstream	  factors	  that	  impact	  on	  replication.	  Including	  the	  timing	  of	  late	  origin	  firing	  (Santocanale	  and	  Diffley,	  1998;	  Shirahige	  et	  al.,	  1998),	  which	  is	  also	  true	  in	  higher	  eukaryotes	  (Feijoo	  et	  al.,	  2001;	  Merrick	  et	  al.,	  2004),	  pausing	  normal	  replication	  progression.	  	   Using	  both	  genetic	  and	  biochemical	  methods,	  the	  role	  of	  the	  Ies6	  subunit	  of	  INO80	  will	  be	  investigated.	  Considering	  currently	  published	  findings,	  the	  functionality	  of	  the	  Ies6	  protein	  will	  be	  thoroughly	  examined	  to	  identify	  or	  confirm	  important	  domains.	  Subsequent	  mutation	  of	  these	  domains	  will	  allow	  insight	  into	  the	  potential	  roles	  of	  Ies6	  within	  the	  INO80	  complex.	  Key	  functions	  of	  Ies6	  and	  Ino80	  will	  be	  scrutinised,	  including	  DNA	  damage,	  the	  maintenance	  of	  ploidy	  and	  replication	  stress	  recovery.	  	   This	  thesis	  aims	  to	  investigate	  the	  role	  of	  the	  Ies6	  subunit	  of	  the	  INO80	  complex	  in	  chromosome	  segregation,	  DNA	  replication	  and	  DNA	  repair.	  The	  Ies6	  protein	  will	  be	  characterised	  for	  its	  DNA	  binding	  capacity	  and	  contribution	  of	  conserved	  residues	  to	  this	  function	  will	  be	  examined.	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 Materials	  and	  methods	  2	  
2.1 	  Cloning	  and	  DNA	  manipulation	  
	  
2.1.1 Polymerase	  chain	  reaction	  
	  Polymerase	  chain	  reactions	  were	  typically	  conducted	  using	  purified	  yeast	  genomic	  DNA	  (100-­‐200	  ng/reaction)	  or	  plasmid	  (10	  ng/reaction)	  as	  a	  template.	  	  A	  typical	  reaction	  would	  contain	  100	  µM	  dNTPS	  (Fermentas),	  1x	  Thermo	  Pol.	  Buffer	  (New	  England	  Biolabs),	  500nM	  oligonucleotide	  primers	  (Sigma),	  0.5	  µl/50	  µl	  of	  Pfu	  and	  0.25	  µl/50	  µl	  of	  Taq	  polymerases	  (purified	  in	  house).	  	  
Number Name Sequence (5'-3') Application 







 Primers to mutate residues of 
IES6 in a pre-existing flag 
tagged pRS416 (flanked by 






2 R-ies6(K61A) GCCTCGCTGATGCGTGTCTTCTTG 
3 F-ies6(R64A) ACAAATCAGCGGCGCAGTTGATCT 
4 R-ies6(R64A) AGATCAACTGCGCCGCTGATTTGT 
5 F-ies6(Q65A) AATCAGCGAGGGCGTTGATCTCGG 
6 R-ies6(Q65A) CCGAGATCAACGCCCTCGCTGATT 
7 F-ies6(R73A) ACGAAAACAAGGCGATCAACGCCT 
8 R-ies6(R73A) AGGCGTTGATCGCCTTGTTTTCGT 
9 F-ies6(S102A) CGACGTACTTTGCCGTGGAAGCGC 







13 F-ies6(K113A) TCAGGCCTGCCGCGAAGTACTGC 
14 R-ies6(K113A) GCAGTACTTCGCGGCAGGCCTGA 
Table	  2:	  Primers	  used	  in	  this	  study	  for	  cloning	  and	  mutagenesis.	  
Materials	  and	  methods	  	  
	  	   62	  














16 R-ies6(K114A) CATCGCAGTACGCCTTGGCAGGC 
17 F-ies6-D117A AGAAGTACTGCGCTGTTACTGGGTT 
18 R-ies6-D117A AACCCAGTAACAGCGCAGTACTTCT 
19 F-ies6(Y115A) TGCCAAGAAGGCCTGCGATGTT 







23 F-ies6-E138A ATCACAACGCAGCAATCTATCAGTT 
24 R-ies6-E138A AACTGATAGATTGCTGCGTTGTGAT 
25 F-ies6(Y139A) CAACATTCGGGCTCACAACGCA 
26 R-ies6(Y139A) TGCGTTGTGAGCCCGAATGTTG 
27 F-ies6(Y145A) CGCAGAAATCGCTCAGTTAATC 







31 SpeI-PIH1 ATGCTAGTATATATAGTGGCGT  Primers to amplify wildtype 
PIH1 with SpeI and XbaI ends 
for integration into pRS415. 32 PIH1-XbaI 
GAACAAATCTAGATTAACCG 
33 F-K58E  AAGATGAAGAAGTAGGGCGCTGAG 
Primers to mutate conserved 
Lysines K58 and K106 within 
pRS416-PIH1. 
34 R-K58E  GTCAGCGCCCTACTTCTTCATCTT 
35 F-K106E  CAGCAGGAGGACTAGTCCTCCTGC 






Primers to introduce a STOP 






39 F-RAD50check TTTGAGTACTCGATAGAATTA Primers to check rad50 KO 






Primers to KO cin8 using the 
Pringle method, and check for 






43 F-CIN8check CATCTAAAGACTTCCTTTGTGACC 







Primers to KO sas3 using the 
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Pringle method, and check for 
integration within the genome. 
  
47 F-SAS3check GAAAATAGCACAGAAACAAAGCAT 





 5’ Cy-3 labelled 
oligonucleotide 
Complimentary sequence, 







2.1.2 Site	  directed	  mutagenesis	  
	  Site	  directed	  mutagenesis	  was	  achieved	  by	  conducting	  two	  sequential	  PCR	  reactions	  from	  a	  wildtype	  template.	  Nested	  mutant	  primers,	  and	  primers	  flanking	  the	  gene	  ORF,	  were	  used	  in	  the	  first	  reaction	  to	  produce	  N-­‐terminal	  and	  C-­‐terminal	  gene	  fragments.	  These	  fragments	  were	  used	  as	  a	  template	  in	  the	  second	  reaction,	  where	  only	  the	  flanking	  primers	  were	  used.	  Resulting	  amplicons	  were	  full-­‐length	  mutant	  alleles	  of	  the	  desired	  gene	  and	  used	  for	  cloning.	  
	  
2.1.3 Restriction	  enzyme	  digestion	  
	  Vectors	  and	  amplified	  PCR	  products	  were	  cut	  the	  using	  the	  desired	  enzyme	  before	  being	  purified	  by	  agarose	  gel	  electrophoresis	  and	  ligated.	  Digestion	  reactions	  typically	  contained	  1x	  NEB	  buffer,	  1x	  BSA	  (as	  required),	  and	  0.5	  µl	  of	  enzyme	  per	  10µl	  reaction	  volume.	  Reactions	  were	  mixed	  and	  digested	  at	  37°C	  for	  between	  1-­‐2hrs.	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2.1.4 Agarose	  gel	  electrophoresis	  
	  Gel	  electrophoresis	  was	  used	  to	  examine	  and	  purify	  DNA	  fragments	  after	  PCR	  reactions	  and	  before	  ligation.	  Gels	  contained	  1-­‐2%	  agarose	  (Melford),	  1xTAE	  and	  0.5	  µg/ml	  of	  ethidum	  bromide	  (Sigma).	  DNA	  samples	  were	  loaded	  with	  6x	  loading	  buffer	  (50	  mM	  Tris,	  pH	  8.0,	  10	  mM	  EDTA,	  pH	  8.0,	  50%,	  glycerol,	  0.25%	  bromophenol	  blue,	  0.25%	  xylene	  cyanol	  FF)	  and	  run	  in	  1x	  TAE	  at	  90-­‐120	  volts	  for	  20	  mins-­‐1	  hr,	  or	  until	  DNA	  had	  sufficiently	  migrated.	  DNA	  was	  imaged	  or	  extracted	  using	  a	  UV	  light	  source.	  	  
2.1.5 Ligation	  
	  Amplicons	  and	  vectors	  previously	  digested	  and	  purified	  were	  ligated	  using	  T4	  DNA	  ligase.	  Typical	  reactions	  contained	  1x	  Ligase	  buffer	  (New	  England	  Biolabs),	  1	  µl/10	  
µl	  reaction	  volume	  T4	  DNA	  ligase	  (New	  England	  Biolabs)	  and	  the	  appropriate	  molar	  ratios	  of	  insert	  to	  vector.	  Ratios	  were	  calculated	  by	  dividing	  insert	  size	  by	  vector	  size,	  multiplied	  by	  the	  required	  molar	  ratio,	  multiplied	  by	  100	  ng	  vector,	  resulting	  number	  equals	  the	  nanogram	  amount	  of	  insert	  required	  in	  the	  reaction.	  	  	  
Plasmid Host used Source Features 
pRS416 S. cerevisiae Stratagene 
Centromeric yeast expression plasmid 
marked with URA3 and Ampicillin. T7 and 
T3 promoters flank the MCS. 
pRS416-flag-IES6 S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with IES6 cloned 
into MCS via NotI sites 
Table	  3:	  Plasmids	  used	  or	  created	  during	  this	  study.	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pRS416-flag-
ies6(K61A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(K61A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag-
ies6(R64A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(R64A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag-
ies6(Q65A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(Q65A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag-
ies6(R73A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(R73A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag-
ies6(Y100A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(Y100A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag-
ies6(S102A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(S102A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag- 
ies6(K113A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(K113A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag- 
ies6(K114A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(K114A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag- 
ies6(K114E) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(K114E) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag- 
ies6(Y115A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(Y115A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag- 
ies6(D117A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(D117A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag- 
ies6(Y125A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(Y125A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag- 
ies6(R133A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(R133A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag- 
ies6(Y140A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(Y140A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag- 
ies6(Y155A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with ies6(Y155A) 
cloned into MCS via NotI sites 
pRS416-flag- 
ies6(K114A,Y125A) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with 




S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS416 with 
ies6(K114E,Y125A) cloned into MCS via 
NotI sites 
pMAT10 Rosetta DE3 
(Peränen et 
al., 1996) gift 
from Marko 
Hyvönen 
Protein expression plasmid, which 
contains an N-terminal 6xHIS/MBP tag 
adjacent to the MCS, flanked by T7 and 
SP6 promoters. Carries an ampicillin 
resistance marker. 
pMAT10-IES6 Rosetta DE3 This study 
Derivative of pMAT10 with IES6 cloned 
into the MCS via NcoI and XbaI sites. 
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pMAT10-
ies6(K114E,Y125A) 
Rosetta DE3 This study 
Derivative of pMAT10 with 
ies6(K114E,Y125A) cloned into the MCS 
via NcoI and XbaI sites. 
pRS426 S. cerevisiae Stratagene 
Yeast overexpression plasmid marked 
with URA3 and Ampicillin. T7 and T3 
promoters flank the MCS. 




Derivative of pRS426 with HTZ1 cloned 
into MCS 




Derivative of pRS426 with htz1(K-Q) 
cloned into MCS 




Derivative of pRS426 with htz1(K-R) 
cloned into MCS 
pRS415 S. cerevisiae Stratagene 
Centromeric yeast expression plasmid 
marked with LEU and Ampicillin. T7 and 
T3 promoters flank the MCS. 
pRS415-PIH1 S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS415 with PIH1 cloned 
into MCS via SpeI and XbaI 
pRS415-pih1(K58E) S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS415 with pih1(K58E) 
cloned into MCS  via SpeI and XbaI 
pRS415-pih1(K106E) S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS415 with pih1(K106E) 
cloned into MCS via SpeI and XbaI 
pRS415-pih1(1-167aa) S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS415 with pih1(1-167aa) 
cloned into MCS via SpeI and XbaI 
pRS415-pih1(K58E) (1-
167aa) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS415 with pih1(K58E)(1-
167aa)  cloned into MCS via SpeI and XbaI 
pRS415-pih1(K58E) (1-
167aa) 
S. cerevisiae This study 
Derivative of pRS415 with pih1(K106E)(1-
167aa)   cloned into MCS via SpeI and XbaI 
	  
	  
2.1.6 Bacterial	  media	  
	  All	  bacterial	  cultures	  were	  grown	  in	  Luria	  Bertani	  broth	  (LB)	  (10	  g/L	  Bacto	  Tryptone,	  5	  g/L	  yeast	  extract,	  10	  g/L	  sodium	  chloride,	  pH	  7.0),	  if	  plasmid	  selection	  was	  required;	  LB	  was	  supplemented	  with	  Ampicillin	  (100µg/ml).	  For	  growth	  on	  solid	  media,	  5	  g/L	  of	  agar	  was	  added.	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2.1.7 Transformation	  
	  Competent	  cells	  were	  thawed	  on	  ice	  and	  mixed	  with	  1	  ng	  or	  less	  of	  plasmid	  DNA.	  Transformations	  were	  left	  on	  ice	  for	  40	  min,	  then	  heat	  shocked	  at	  42°C	  for	  90s.	  500	  µl	  of	  LB	  was	  added	  to	  the	  transformation,	  which	  was	  then	  incubated	  at	  37°C	  for	  30	  min.	  Cells	  were	  pelleted	  by	  centrifugation	  and	  resuspended	  in	  100	  µl	  LB	  before	  plating	  onto	  drug	  containing	  medium.	  	  
2.1.8 Plasmid	  isolation	  from	  Bacteria	  
	  After	  transformation	  of	  XL1-­‐Blue	  with	  the	  desired	  plasmid,	  were	  inoculated	  into	  2	  ml	  LB	  plus	  ampicillin,	  and	  grown	  at	  37°C	  overnight.	  Cells	  were	  harvested	  by	  centrifugation	  at	  7500	  rpm	  in	  a	  microfuge	  and	  the	  DNA	  was	  isolated	  using	  either	  Miniprep	  (Qiagen)	  or	  Nucleospin	  plasmid	  (Machery-­‐Nagel)	  kits	  as	  per	  the	  manufactures	  instructions.	  	  
	  	  
Table	  4:	  Bacterial	  strains	  used	  in	  this	  study.	  
	   Strain Source Genotype 
XL1-Blue Stratagene 
endA1 gyrA96(nalR) thi-1 recA1 relA1 lac glnV44 F'[ ::Tn10 
proAB+ lacIq Δ(lacZ)M15] hsdR17(rK- mK+)  
  
Rosetta DE3 Novagene 
F- ompT hsdSB(RB- mB-) gal dcm λ(DE3 [lacI lacUV5-T7 gene 1 
ind1 sam7 nin5]) pLysSRARE (CamR) 
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cin8, ies6 (K114E, 
Y125A) 
 














Table	  5:	  S.	  cerevisiae	  strains	  used	  or	  created	  during	  this	  study.	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MATa, his3Δ1, leu2Δ0, met15Δ0, ura3Δ0, 
sas3Δ::HIS3 
This study 
JDY1017 sas3, ies6 
 






















JDY1020 rad50, ies6 
 




JDY968 ies6/IES6, htz1/HTZ1 
 






et al. 2012 
JDY1029 pih1 
 






	  Wildtype	  or	  strains	  containing	  endogenous	  deletions	  were	  grown	  on	  YPAD	  agarose	  plates	  (10%	  yeast	  extract	  (Melford),	  20%	  peptone	  (Melford),	  0.1%	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adeinine	  (Sigma),	  2%	  glucose	  and	  3%	  agar	  (Melford))	  or	  liquid	  YPAD	  medium,	  without	  agar.	  Strains	  expressing	  alleles	  were	  grown	  under	  selection	  using	  synthetic	  dropout	  media.	  Which	  was	  composed	  of:	  1x	  YNB	  (6.7g	  per	  litre	  yeast	  nitrogen	  base	  w/o	  amino	  acids,	  Invitrogen),	  1x	  Drop	  Out	  (40	  µg/ml	  adenine,	  20	  
µg/ml	  L-­‐arginine,	  100	  µg/ml	  L-­‐aspartic	  acid,	  100	  µg/ml	  L-­‐glutamic	  acid,	  20	  µg/ml	  L-­‐methionine,	  50	  µg/ml	  L-­‐phenylalanine,	  375	  µg/ml	  L-­‐serine,	  200	  µg/ml	  L-­‐theronine,	  30	  µg/ml	  L-­‐tyrosine,	  150	  µg/ml	  L-­‐valine,	  30	  µg/ml	  Lysine,	  and	  10ml	  1M	  NaOH),	  2%	  glucose	  and	  0.5g	  agar/100	  ml.	  Either	  20	  µg/ml	  uracil,	  20	  µg/ml	  histidine,	  60	  µg/ml	  leucine,	  or	  40	  µg/ml	  tryptophan	  were	  added,	  or	  omitted,	  depending	  on	  the	  selection	  marker	  required	  for	  each	  experiment.	  Sterile	  H20	  was	  then	  added	  to	  reach	  the	  final	  volume	  of	  media	  being	  prepared.	  Liquid	  drop	  out	  media	  was	  prepared	  by	  the	  same	  method,	  removing	  the	  agar	  and	  increasing	  the	  volume	  of	  sterile	  H20.	  
	  
2.2.2 Transformation	  
	  Overnight	  yeast	  cultures	  were	  sub-­‐cultured	  to	  an	  optical	  density	  of	  0.1	  at	  600	  nm	  in	  10	  ml	  YPAD	  per	  transformation.	  Cultures	  were	  grown	  at	  30°C	  with	  shaking	  until	  they	  reached	  an	  optical	  density	  of	  0.5.	  Cells	  were	  then	  harvested	  at	  2500	  rpm	  for	  5	  min,	  washed	  in	  1	  ml	  sterile	  water	  and	  resuspended	  in	  1	  ml	  1x	  TE/1x	  Lithum	  Acetate	  (10	  mM	  Tris,	  pH	  8.0,	  1	  mM	  EDTA,	  pH	  8.0,	  100	  mM	  LiOAc)	  before	  pelleting	  and	  resuspuspention	  in	  100µl	  1x	  TE/1x	  Lithum	  Acetate/10	  ml	  culture	  volume.	  In	  a	  separate	  tube	  5	  µg	  of	  salmon	  sperm	  single	  stranded	  DNA	  (Sigma)	  was	  added	  to	  ~0.2-­‐1	  µg	  of	  PCR	  product	  or	  plasmid	  DNA	  for	  integration	  or	  expression	  within	  the	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host	  yeast	  cells.	  50	  µl	  of	  the	  cell	  suspension	  was	  added	  to	  DNA	  as	  required,	  followed	  by	  300	  μl	  fresh	  PEG4000	  solution	  (40%	  PEG,	  1x	  TE,	  1x	  LiOAc)	  before	  being	  vortexed,	  pre-­‐warmed	  at	  30°C	  for	  30	  min	  and	  heat	  shocked	  at	  42°C	  for	  15	  min.	  Cells	  transformed	  to	  express	  a	  plasmid,	  requiring	  selection	  on	  drop	  out	  media,	  were	  centrifuged,	  resuspended	  in	  100	  µl	  sterile	  water,	  and	  plated	  on	  the	  relevant	  drop	  out	  media.	  For	  the	  integration	  of	  DNA	  fragments	  into	  the	  genome,	  using	  a	  drug	  resistance	  gene,	  such	  as	  KanMX,	  cells	  were	  spun,	  resuspended	  in	  500	  µl	  of	  YPAD	  and	  incubated	  at	  30°C	  with	  shaking	  for	  1	  hr.	  This	  allows	  for	  transcription	  of	  the	  gene	  marker	  before	  plating	  on	  the	  relevant	  drug	  containing	  media.	  All	  plates	  were	  incubated	  at	  30°C	  for	  3-­‐4	  days,	  or	  until	  colonies	  were	  large	  enough	  for	  re-­‐streaking.	  
	  
2.2.3 Sporulation	  and	  tetrad	  dissection	  
	  Heterozygous	  diploids	  were	  sporulated	  in	  synthetic	  complete,	  -­‐ura	  or	  –his	  SPM	  (1%	  potassium	  acetate,	  0.005%	  zinc	  acetate,	  20	  µg/ml	  uracil,	  20	  µg/ml	  histidine	  or	  60	  µg/ml	  leucine	  were	  added	  or	  omitted	  depending	  on	  selection	  required).	  Cells	  were	  incubated	  with	  shaking	  at	  25°C	  for	  5	  days,	  then	  switched	  to	  30°C	  for	  3	  days.	  Efficiency	  was	  checked	  under	  the	  microscope	  and	  100	  µl	  of	  cells	  were	  pelleted	  and	  resuspeneded	  in	  200	  µl	  0.2	  M	  sodium	  phosphate	  buffer.	  Zymoleyase	  20T	  was	  added	  to	  5	  µM	  and	  tetrads	  were	  digested	  at	  37°C	  for	  15mins.	  The	  digested	  spores	  were	  plated	  on	  solid	  media	  and	  dissected	  using	  a	  tetrad-­‐dissecting	  microscope.	  Plates	  containing	  the	  dissected	  spores	  were	  incubated	  30°C	  until	  large	  enough	  for	  genotyping.	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2.2.4 Genotyping	  	  After	  transformation	  or	  tetrad	  dissection	  of	  a	  host	  strain	  expressing	  plasmids	  containing	  modified	  ies6	  or	  pih1	  alleles.	  Any	  clones	  or	  spores	  were	  verified	  by	  their	  growth	  on	  selection	  media	  at	  30°C	  for	  3	  days,	  for	  ies6,	  cin8,	  rad50,	  htz1	  strains	  this	  was	  growth	  on	  -­‐URA	  and	  for	  pih1	  strains	  this	  was	  growth	  on	  –HIS.	  Further	  verification	  was	  obtained	  by	  PCR	  where	  required.	  	  
2.2.5 Isolation	  of	  genomic	  DNA	  
	  Yeast	  cells	  were	  harvested	  from	  10	  ml	  of	  overnight	  culture	  by	  centrifugation	  at	  2500	  rpm.	  The	  pellet	  was	  washed	  in	  1	  ml	  of	  sterile	  water,	  spun	  at	  13000	  rpm,	  and	  resuspended	  in	  200	  µl	  phenol	  chlorform	  (Sigma),	  200	  µl	  acid-­‐washed	  glass	  beads	  (Sigma)	  and	  200	  µl	  braking	  buffer	  (2%	  Triton-­‐X-­‐100,	  1%	  SDS,	  100	  mM	  NaCl,	  10	  mM	  TrisCL	  pH	  8.0,	  1	  mM	  EDTA).	  Cells	  were	  then	  mechanically	  lysed	  in	  a	  bead	  beater,	  and	  supernatant	  was	  transferred	  to	  a	  sterile	  eppendorf	  tube.	  200	  µl	  of	  1xTE	  was	  added,	  this	  was	  mixed	  by	  inversion,	  and	  spun	  at	  13,000	  rpm	  for	  3mins.	  The	  aqueous	  layer	  containing	  the	  DNA	  was	  then	  transferred	  to	  a	  sterile	  eppendorf	  and	  1ml	  of	  100%	  ethanol	  was	  added	  to	  precipitate	  it.	  The	  sample	  was	  spun	  at	  13,000	  rpm	  for	  3mins,	  the	  supernatant	  was	  discarded,	  and	  the	  DNA	  pellet	  was	  resuspended	  in	  400	  µl	  1xTE.	  To	  remove	  RNase	  contamination,	  the	  sample	  was	  incubated	  at	  37°C	  for	  15mins	  in	  the	  presence	  of	  30	  µg	  of	  RNaseA	  (Sigma).	  To	  finally	  precipitate	  the	  clean	  DNA,	  5	  µl	  of	  7.5	  M	  of	  ammonium	  acetate	  and	  1	  ml	  of	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100%	  ethanol	  were	  added,	  mixed	  by	  inversion,	  and	  spun	  at	  13,00	  rpm	  for	  5mins.	  The	  pellet	  was	  left	  to	  air	  dry	  before	  resuspention	  in	  100µl	  1x	  TE.	  
	  
2.2.6 Growth	  curve	  analysis	  	  Yeast	  cells	  were	  grown	  over	  night	  in	  appropriate	  medium,	  and	  inoculated	  at	  a	  low	  starting	  optical	  density	  (600	  nm)	  in	  10-­‐15ml	  of	  pre-­‐warmed	  media.	  Cells	  were	  incubated	  at	  37°C	  for	  between	  10-­‐12hrs	  with	  shaking.	  Every	  hour,	  1ml	  of	  culture	  was	  removed,	  and	  the	  number	  of	  cells	  was	  quantified	  by	  measuring	  the	  optical	  density	  at	  600	  nm.	  Optical	  density	  was	  plotted	  against	  time	  to	  monitor	  the	  growth	  rate	  over	  a	  give	  time	  period.	  	  	  
2.2.7 Chronic	  DNA	  damage	  exposure	  
	  Mid-­‐log	  cultures,	  gown	  in	  either	  SC	  or	  YPAD	  were	  spotted	  onto	  YPAD	  or	  concentrations	  of	  HU,	  MMS	  or	  Benomyl	  from	  5-­‐fold	  serial	  dilutions,	  with	  a	  starting	  optical	  density	  at	  600nm	  of	  0.2.	  Plates	  were	  then	  incubated	  at	  30°C	  (or	  37°C	  when	  examining	  for	  temperature	  sensitivity)	  and	  imaged	  after	  2-­‐3	  days.	  
	  
2.2.8 Replication	  restart	  assay	  
	  Cells	  lacking	  endogenous	  IES6	  were	  transformed	  with	  either	  wildtype,	  
ies6(K114E/Y125A)	  or	  a	  pRS416	  empty	  vector.	  These	  cells	  were	  then	  grown	  in	  2	  ml	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SC	  –ura	  overnight	  30°C	  with	  shaking,	  cells	  were	  then	  arrested	  in	  5	  µg/ml	  alpha	  factor	  for	  2	  hours.	  Alpha	  factor	  was	  removed	  by	  washing	  in	  3x	  2	  ml	  4°C	  SC	  –ura.	  The	  culture	  was	  split	  at	  the	  final	  wash	  step	  into	  either	  SD	  –ura,	  or	  SD	  –ura,	  plus	  0.2	  M	  HU.	  The	  cells	  were	  then	  grown	  in	  the	  presence,	  or	  absence,	  of	  HU	  for	  2,	  4	  and	  6	  hours.	  At	  each	  time	  point,	  the	  optical	  density	  (600	  nm)	  was	  recorded	  and	  cells	  were	  diluted	  to	  obtain	  ~100	  cells	  per	  100	  µl.	  Cells	  were	  plated	  on	  SD	  –ura	  without	  HU	  and	  grown	  at	  30°C	  for	  3-­‐4	  days	  before	  counting	  colonies.	  
	  
2.2.9 Fluorescently	  activated	  cell	  sorting	  (FACS)	  
	  Cells,	  fixed	  in	  ice	  cold	  70%	  ethanol,	  were	  pelleted,	  and	  resuspended	  in	  0.5	  ml	  1	  mg/ml	  RNaseA	  (Sigma),	  100	  mM	  Tris	  pH	  7.5	  before	  incubation	  at	  37°C	  for	  4	  hours.	  Cells	  were	  then	  pelleted	  and	  resuspended	  in	  0.5	  ml	  2	  mg/ml	  proteinase	  K	  (Sigma),	  50	  mM	  Tris	  pH	  7.5,	  before	  incubation	  at	  50°C	  for	  1hr.	  Finally,	  cells	  were	  spun	  and	  resuspended	  in	  0.5ml	  of	  FACS	  buffer	  (200	  mM	  TrisCl	  pH7.5,	  200	  mM	  NaCl,	  78	  mM	  MgCl2)	  to	  be	  stored	  at	  4°C	  overnight.	  	   The	  following	  day	  25-­‐50	  µl	  of	  cells,	  suspended	  in	  FACS	  buffer,	  were	  added	  to	  50	  µg/ml	  propidum	  iodide,	  50	  mM	  Tris	  pH	  7.5	  in	  FACS	  tubes.	  Each	  sample	  was	  then	  sonicated	  at	  25%	  amplitude	  for	  8-­‐10	  seconds	  to	  create	  an	  even,	  single	  cell	  suspension.	  The	  samples	  were	  run	  on	  either	  a	  BD	  Calibur	  or	  BD	  Acuri	  FACS	  machine	  and	  the	  data	  was	  analysed	  in	  FlowJo	  (FlowJo	  LLC).	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2.2.10 TCA	  precipitation	  
	  Cultures	  grown	  to	  mid-­‐log	  were	  harvested	  by	  centrifugation	  and	  transferred	  to	  screw	  capped	  tubes.	  5	  pellet	  volumes	  of	  20%	  TCA	  (trichloroacetic	  acid),	  and	  1	  pellet	  volume	  of	  acid-­‐washed	  glass	  beads	  (Sigma)	  were	  added,	  and	  the	  cells	  were	  mechanically	  lysed	  in	  a	  bead	  beater.	  The	  resulting	  supernatant	  was	  transferred	  to	  a	  sterile	  eppendorf	  tube,	  and	  proteins	  were	  pelleted	  by	  centrifugation	  at	  4°C	  for	  15	  min.	  The	  protein	  pellet	  was	  then	  repeatedly	  washed	  in	  1ml	  4°C	  acetone	  before	  being	  air-­‐dried	  and	  resuspended	  in	  1x	  SDS	  LB	  (NuPAGE	  LDS	  sample	  buffer,	  Invitrogen).	  
	  
2.2.11 Chromatin	  fractionation	  
	  	  Mid-­‐log	  cultures	  were	  arrested	  in	  G1	  using	  5	  µg/ml	  alpha	  factor	  in	  YPAD	  and	  grown	  for	  2	  hours	  at	  30°C	  with	  shaking.	  Cells	  were	  then	  washed	  three	  times	  in	  cold	  YPAD,	  and	  then	  resuspended	  in	  an	  equal	  volume	  of	  pre-­‐warmed	  YPAD	  to	  starter	  culture.	  Both	  wildtype	  and	  ies6	  cells	  were	  grown	  at	  30°C	  with	  shaking	  and	  25	  ml	  of	  cells	  were	  removed	  at	  timed	  intervals	  corresponding	  to	  their	  progression	  through	  the	  cell	  cycle.	  Sodium	  aside	  was	  added	  to	  0.1%	  final	  and	  cells	  were	  kept	  on	  ice	  while	  later	  samples	  were	  collected.	  Once	  all	  samples	  were	  collected,	  cells	  were	  harvested	  at	  3000	  rpm	  and	  resuspended	  in	  6.25	  ml	  10	  mM	  DTT,	  100	  mM	  HePes	  pH	  9.4	  incubated	  at	  30°C	  with	  shaking	  for	  10	  min.	  Cells	  were	  pelleted	  at	  2500	  rpm	  for	  5	  min	  at	  room	  temperature,	  and	  resuspended	  in	  2.5	  ml	  YPAD	  with	  0.6	  M	  sorbitol,	  plus	  62.5	  µl	  1M	  Tris	  HCL	  pH	  7.5	  and	  12.5	  µl	  of	  100	  mg/ml	  zymolease	  20-­‐T.	  Cells	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were	  then	  incubated	  30°C	  with	  shaking	  for	  45	  min.	  This	  process	  was	  repeated,	  pelleting	  at	  1800	  rpm,	  room	  temperature	  for	  3	  mins	  resuspending	  in	  2.5	  ml	  YPAD	  with	  0.7	  M	  sorbitol	  plus	  62.5	  µl	  1	  M	  Tris	  HCL	  pH	  7.5,	  and	  incubating	  at	  30°C	  with	  shaking	  for	  20	  min.	  Finally,	  cells	  were	  harvested	  at	  1500	  rpm	  for	  3	  min	  at	  room	  temperature,	  gently	  washed	  three	  times	  in	  lysis	  buffer	  (0.4M	  sorbitol,	  150	  mM	  KOAc,	  2	  mM	  Mg	  acetate,	  20	  mM	  Hepes/KOH	  pH6.5).	  To	  lyse	  the	  cells,	  Triton	  X-­‐100	  was	  added	  to	  a	  final	  concentration	  of	  1%	  and	  mixed	  by	  inversion.	  90	  µl	  was	  removed	  as	  whole	  cell	  extract	  (WCE),	  a	  further	  100	  µl	  was	  then	  removed	  (chromatin)	  and	  the	  remaining	  ~900	  µl	  (concentrated	  chromatin)	  was	  centrifuged	  at	  4°C,	  1300	  rpm	  for	  30	  min.	  The	  supernatant	  was	  then	  removed	  from	  both	  chromatin	  samples	  and	  precipitated	  using	  TCA	  (Supernatant).	  All	  samples	  from	  the	  fractionation	  were	  mixed	  with	  4x	  SDS	  loading	  buffer	  before	  loading	  on	  a	  12%	  polyacrylamide	  gel.	  	  	  
2.3 	  Biochemical	  protein	  analysis	  
	  
2.3.1 SDS-­‐PAGE	  
	  SDS-­‐PAGE	  gels	  for	  the	  resolution	  of	  proteins	  were	  composed	  of	  resolving	  and	  stacking	  portions.	  The	  resolving	  component	  was	  typically	  10-­‐15%	  acrylamide	  (Severn	  Biotech,	  30%	  acrylamide,	  37.5:1	  acrylamide:	  bisacrylamide),	  0.38	  M	  Tris	  Cl,	  pH	  8.8,	  0.1%	  SDS,	  and	  the	  stacking	  component	  was	  always	  5%	  acrylamide	  (Severn	  Biotech,	  30%	  acrylamide,	  37.5:1	  acrylamide:	  bisacrylamide),	  25	  mM	  Tris	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Cl,	  pH	  6.8,	  0.2%	  SDS.	  Both	  phases	  of	  the	  gel	  were	  polymerized	  using	  10	  µl/ml	  of	  10%	  APS	  (Sigma)	  and	  1	  µl/ml	  TEMED	  (Sigma).	  Gels	  were	  run	  at	  100	  volts	  until	  dye	  front	  had	  migrated	  through	  the	  stacking	  component,	  then	  180	  volts	  in	  1x	  running	  buffer	  (25	  mM	  Tris,	  192	  mM	  glycine,	  0.5%	  SDS)	  until	  protein	  markers	  of	  the	  desired	  size	  had	  migrated	  sufficiently.	  
	  
2.3.2 Western	  blotting	  
	  Proteins	  resolved	  using	  SDS-­‐PAGE	  were	  transferred	  to	  a	  nitrocellulose	  membrane	  (Hybond	  ECL	  Nitrocellulose	  Membrane,	  GE	  Healthcare)	  in	  cooled	  transfer	  buffer	  (2x	  SDS	  running	  buffer,	  20%	  methanol)	  for	  1	  hour	  under	  a	  200mA	  current.	  Once	  complete	  the	  membrane	  was	  ‘blocked’	  with	  excess	  proteins	  by	  incubation	  for	  1	  hour	  with	  5%	  dried	  milk	  (Marvel)	  in	  TBST	  (20	  mM	  Tris	  base,	  pH	  7.6,	  137	  mM	  NaCl,	  0.1%	  Tween	  20).	  	  The	  membrane	  was	  then	  extracted	  from	  the	  milk	  and	  incubated	  with	  the	  primary	  antibody	  (see	  table	  bellow).	  Before	  incubation	  with	  the	  secondary	  antibody	  (see	  table	  bellow),	  the	  membrane	  was	  washed	  three	  times	  for	  10	  min	  in	  1x	  TBST.	  Following	  secondary	  incubation,	  wash	  steps	  were	  repeated,	  and	  the	  membrane	  was	  visualized	  by	  enhanced	  chemiluminescence	  (ECL)	  using	  Western	  Lighting	  ECL	  (Perkin-­‐Elmer).	  Finally,	  to	  visualize	  the	  resolved	  proteins,	  
Antibody Optimal conditions Source 
α-flag 1:1000 dilution in TBST, 1hr at room temperature Sigma 
α-H2A 1:4000 dilution in TBST, 1hr at room temperature In house 
α-HIS 1:4000 dilution in TBST, 1hr at room temperature Abcam 
α-H2A.Z K14Ac 1:3500 dilution in 5% milk, overnight at 4°C Millapore 
α-Mouse 1:4000 dilution in TBST, 45 min at room temperature Sigma 
α-Rabbit 1:10,000 dilution in TBST, 45 min at room temperature Sigma 
Table	  6:	  Antibodies	  used	  in	  this	  study.	  
Materials	  and	  methods	  	  
	  	   78	  
membranes	  were	  exposed	  to	  X-­‐ray	  film	  (Konica	  Milota	  X-­‐ray	  film	  AX,	  Data	  Services)	  and	  developed.	  	  
2.3.3 Protein	  staining	  by	  Coomassie	  
	  Proteins	  were	  resolved	  by	  SDS-­‐PAGE	  (see	  above)	  and	  gels	  were	  stained	  in	  Coomassie	  (0.2%	  Coomassie	  Blue,	  50%	  methanol,	  10%	  glacial	  acetic	  acid)	  for	  20	  min.	  Coomassie	  was	  discarded	  and	  the	  gel	  was	  washed	  with	  de-­‐stain	  (25%	  methanol,	  10%	  glacial	  acetic	  acid)	  until	  protein	  bands	  became	  visible	  and	  background	  staining	  reduced.	  	  	  
2.3.4 Protein	  quantification	  by	  Bradford	  	  Purified	  proteins	  were	  quantified	  using	  the	  Bradford	  method	  (Bradford,	  1979)	  where	  Coomassie	  dye	  (Bio-­‐Rad)	  was	  incubated	  with	  1-­‐2	  µl	  of	  protein	  of	  unknown	  concentration	  for	  5	  min	  at	  room	  temperature.	  The	  absorbance	  at	  595	  nm	  was	  recorded,	  and	  the	  concentration	  was	  determined	  by	  plotting	  a	  standard	  curve	  of	  	  the	  595	  nm	  absorbance	  vs.	  the	  absorbance	  of	  known	  concentrations	  of	  BSA	  (NEB).	  	  
	  
2.3.5 Ies6	  protein	  expression	  and	  purification	  
	  Rosetta	  DE3	  competent	  cells	  (Table	  2.3)	  were	  transformed	  (see	  above)	  with	  the	  protein	  expression	  plasmids	  of	  interest.	  Cells	  were	  then	  grown	  at	  37°C	  overnight	  
Materials	  and	  methods	  	  
	  	   79	  
in	  100	  ml	  LB	  with	  ampicillin.	  The	  following	  day,	  cells	  were	  sub-­‐cultured	  into	  1	  litre	  of	  LB	  with	  ampicillin	  at	  an	  optical	  density	  of	  0.05	  at	  600nm.	  Cultures	  were	  grown	  at	  37°C	  for	  2-­‐3	  hours	  until	  they	  reached	  an	  optical	  density	  of	  0.5	  at	  600	  nm,	  then	  allowed	  to	  cool	  before	  adding	  1mM	  IPTG	  (isopropylbeta-­‐D-­‐thiogalactopyranoside)	  (Sigma).	  Proteins	  were	  then	  expressed	  overnight	  at	  18°C	  with	  shaking.	  	   The	  following	  day,	  cells	  were	  harvested	  by	  centrifugation	  at	  5,000	  rpm	  for	  10	  min,	  at	  4°C,	  pellets	  and	  kept	  on	  ice,	  then	  resuspended	  in	  15	  ml	  lysis	  buffer	  (50	  mM	  Na	  phosphate	  buffer	  pH8,	  500	  mM	  NaCl,	  10%	  glycerol,	  1	  M	  urea,	  10	  mM	  imidazole	  pH	  7.5,	  10	  mM	  beta-­‐mercaptoethanol,	  1	  μg/ml	  pepstatin	  A,	  0.5	  μg/ml	  aprotinin,	  1	  μM	  leupeptin,	  100μg/ml	  ABSF).	  The	  suspension	  was	  sonicated	  on	  ice	  in	  10-­‐second	  bursts,	  for	  4	  min	  total,	  at	  35%	  amplitude.	  Soluble	  proteins	  from	  the	  resulting	  lysates	  were	  separated	  by	  centrifugation	  at	  4°C,	  15000	  rpm	  for	  20	  min.	  Supernatant,	  containing	  soluble	  proteins,	  was	  removed	  and	  run	  over	  talon	  resin	  (HIS-­‐select;	  Sigma)	  in	  a	  protein	  purification	  column	  (Bio-­‐Rad).	  The	  resin	  was	  washed	  with	  lysis	  buffer	  and	  final	  eluted	  with	  6x	  0.5ml	  of	  elusion	  buffer	  (lysis	  buffer,	  plus	  250mM	  imidazole	  pH7.5.)	  	  The	  majority	  of	  the	  protein	  was	  eluted	  in	  fraction	  2,	  which	  was	  subsequently	  carried	  over	  for	  dialysis.	  	  
2.3.6 Dialysis	  of	  recombinant	  Ies6	  and	  mutants	  
	  Eluted	  protein	  from	  the	  ies6	  purifications	  were	  injected	  into	  Slide-­‐A-­‐Lyser	  cassettes	  (G2,	  10K	  MWCO;	  Fisher	  Scientific),	  which	  were	  pre-­‐soaked	  in	  4°C	  dialysis	  buffer	  (25	  mM	  Tris	  pH8,	  200	  mM	  KCl,	  10%	  glycerol,	  1	  mM	  MgCl2,	  1	  mM	  DTT).	  The	  cassettes	  were	  then	  floated,	  and	  left	  stirring	  at	  4°C	  for	  2	  hours.	  After	  the	  initial	  2	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hour	  period	  the	  dialysis	  buffer	  was	  changed	  and	  the	  samples	  were	  left	  stirring	  at	  4°C	  overnight.	  	  
2.3.7 Preparation	  of	  fluorescent	  oligonucleotides	  





	  Varying	  concentrations	  of	  recombinant	  MBP,	  Ies6,	  and	  any	  mutant	  forms	  (from	  0.5µM	  to	  3µM)	  were	  incubated	  with	  100nM	  of	  fluorescently	  labelled	  oligonucleotides	  in	  EMSA	  buffer	  (20mM	  Tris	  HCL,	  16	  mM	  KCL,	  8%	  glycerol,	  0.8	  mM	  DTT,	  3.84	  mM	  MgCl2,	  0.2	  mg/ml	  BSA).	  Proteins	  were	  added	  in	  0.5-­‐3	  µM	  amounts	  to	  create	  a	  concentration	  gradient.	  Samples	  were	  mixed	  gently	  by	  pipetting,	  pulse	  spun	  and	  incubated	  at	  4°C	  for	  1	  hour.	  	  
	   DNA	  binding	  reactions	  were	  loaded	  onto	  a	  pre-­‐equilibrated	  1x	  TAE,	  5%	  acrylamide	  gel	  (30%	  acrylamide,	  29:1	  acrylamide:	  bisacrylamide),	  run	  at	  4°C,	  120	  volts	  for	  2-­‐3	  hours	  in	  1x	  TAE.	  Loading	  dye	  containing	  1x	  orange	  G	  was	  used	  in	  a	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free	  lane	  to	  track	  migration.	  Complexes	  were	  sufficiently	  migrated	  when	  the	  dye	  reached	  roughly	  1	  inch	  from	  the	  gel	  bottom.	  All	  gels	  were	  imaged	  using	  a	  Fugi	  FLA-­‐5100	  phospho-­‐imager	  (Cy-­‐3,	  600V).	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 Results	  3	  
3.1 Genetic	  and	  biochemical	  analysis	  of	  Ies6	  	  The	  INO80	  complex	  is	  a	  multi-­‐protein	  complex	  with	  established	  roles	  during	  transcription	  (Shen	  et	  al.,	  2000),	  DNA	  repair	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2004;	  Downs	  et	  al.,	  2004;	  Morrison	  et	  al.,	  2004),	  replication	  (Falbo	  et	  al.,	  2009;	  Papamichos-­‐Chronakis	  and	  Peterson,	  2008;	  Shimada	  et	  al.,	  2008),	  the	  displacement	  of	  H2A.Z	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2007;	  Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.,	  2011)	  and	  chromosome	  segregation	  (Ogiwara	  et	  al.	  2007;	  Chambers	  et	  al.	  2012).	  Given	  the	  board	  functionality	  of	  such	  chromatin	  remodelling	  complexes,	  they	  call	  upon	  their	  large	  numbers	  of	  auxiliary	  subunits	  to	  make	  significant	  contributions	  towards	  these	  biological	  processes.	  For	  example,	  within	  the	  SWR1	  chromatin	  remodelling	  complex,	  the	  Swc2	  subunit	  enables	  the	  exchange	  of	  the	  core	  histone	  H2A	  for	  the	  variant	  histone	  H2A.Z	  through	  its	  interaction	  with	  H2A.Z	  (Wu	  et	  al.	  2005,	  Hong	  et	  al.	  2014).	  However,	  many	  of	  the	  subunits	  within	  the	  INO80	  complex	  have	  not	  been	  explicitly	  linked	  to	  particular	  functions	  of	  the	  complex.	  	   Within	  the	  INO80	  complex	  it	  is	  known	  that	  deletion	  of	  the	  catalytic	  component,	  Ino80,	  inhibits	  growth	  (Shen	  et	  al.	  2000;	  Chambers	  et	  al.	  2012)	  and	  causes	  sensitivity	  to	  DNA	  damaging	  agents,	  including:	  UV,	  IR,	  MMS,	  HU,	  and	  benomyl	  (Shen	  et	  al.	  2000;	  Attikum	  et	  al.	  2004;	  Papamichos-­‐Chronakis	  &	  Peterson	  2008;	  Chambers	  et	  al.	  2012).	  Interestingly,	  of	  its	  15	  auxiliary	  subunits,	  only	  the	  deletion	  of	  IES6	  phenocopies	  the	  deletion	  of	  INO80	  for	  growth	  and	  DNA	  damage	  sensitivity	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  In	  addition	  to	  a	  shared	  abbarant	  morphology	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and	  irreguar	  DAPI	  staining,	  typical	  of	  strains	  with	  chromosome	  segregation	  problems	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  These	  shared	  phenotypes	  of	  ies6	  and	  ino80	  null	  mutants	  indicate	  a	  strong	  requirement	  for	  Ies6	  within	  the	  INO80	  complex.	  Critically,	  this	  study	  was	  the	  first	  to	  link	  Ies6	  to	  the	  role	  of	  Ino80	  in	  maintaining	  ploidy.	  It	  was	  revealed	  that	  Ies6	  and	  Ino80	  are	  both	  required	  for	  the	  regulation	  of	  H2A.Z	  at	  the	  centromere	  (Chambers	  et	  al.	  2012),	  which	  prevented	  improper	  chromosome	  segregation	  by	  maintaining	  centromere	  structure.	  This	  was	  demonstrated	  by	  mapping	  nucleosome	  positions	  after	  MNase	  digestion,	  revealing	  a	  more	  accessible	  chromatin	  structure,	  as	  well	  as	  increased	  H2A.Z	  at	  the	  centromere	  when	  assessed	  using	  chromatin	  imunopercipitation	  (ChIP)	  in	  the	  ies6	  and	  ino80	  deletion	  strains.	  	   Though	  Ies6	  has	  been	  implicated	  in	  the	  prevention	  of	  polyploidy	  through	  the	  maintenance	  of	  H2A.Z	  at	  the	  centromere	  (Chambers	  et	  al.	  2012),	  information	  relating	  to	  the	  structure	  of	  the	  Ies6	  protein	  is	  scarce.	  Only	  one	  study	  has	  made	  significant	  genetic	  and	  biochemical	  inferences	  about	  the	  structure	  and	  function	  of	  Ies6	  (Fenwick,	  2010).	  In	  this	  study,	  Ies6	  was	  demonstrated	  to	  bind	  double	  stranded	  DNA,	  with	  a	  preference	  for	  Y-­‐fork	  structures	  (Fenwick,	  2010).	  Furthermore,	  DNA	  binding	  was	  abolished	  with	  the	  incorporation	  of	  four	  alanine	  substations	  at	  T119,	  K122,	  S127	  and	  T129	  (Fenwick,	  2010).	  Sequence	  alignments	  demonstrate	  these	  mutations	  reside	  within	  the	  YL1_C	  domain	  (Fenwick,	  2010;	  Figure	  6	  A	  and	  B),	  which	  is	  common	  to	  DNA	  binding	  proteins	  and	  transcription	  factors	  (Horikawa	  et	  al.,	  1995).	  Subsequently,	  this	  is	  considered	  the	  putative	  DNA	  binding	  domain	  of	  Ies6	  (Fenwick,	  2010).	  	   Additional	  regions	  of	  the	  Ies6	  protein	  have	  been	  highlighted	  as	  potential	  regions	  for	  interaction	  with	  other	  auxiliary	  subunits	  of	  the	  INO80	  complex	  (Tosi	  et	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al.,	  2013).	  This	  study	  used	  EM	  to	  reveal	  the	  overall	  shape	  of	  the	  INO80	  complex	  and	  the	  assembly	  positions	  of	  all	  the	  subunits	  (Tosi	  et	  al.,	  2013).	  	  Using	  disuccinimidyl	  suberate	  (DSS)	  they	  were	  able	  to	  cross-­‐link	  lysine	  residues	  within	  a	  distance	  of	  approximately	  30	  angstroms	  (Å)	  (Leitner	  et	  al.,	  2013).	  This	  method	  revealed	  close	  structural	  interactions	  between	  the	  subunits	  of	  the	  INO80	  complex	  and	  enabled	  the	  topology	  of	  the	  complex	  to	  be	  mapped	  for	  the	  first	  time	  (Tosi	  et	  al.,	  2013).	  Using	  Ies6	  peptide	  sequences	  retrieved	  in	  this	  study,	  the	  Arp5	  and	  Rvb2	  interacting	  regions	  were	  defined	  (Figure	  6	  B	  and	  C).	  However,	  given	  the	  potentially	  vast	  distance	  of	  up	  to	  30Å	  between	  each	  cross-­‐linked	  lysine	  residue,	  any	  residues	  that	  establish	  the	  interactions	  in	  vivo	  may	  be	  far	  from	  the	  lysines	  that	  cross-­‐linked	  in	  the	  study	  (Tosi	  et	  al.,	  2013).	  	  	   The	  application	  of	  these	  potential	  interacting	  domains	  to	  the	  protein	  alignment	  revealed	  that	  previous	  mutations	  are	  within	  both	  the	  YL1_C	  domain	  and	  the	  Rvb2	  interacting	  peptide	  region	  (Figure	  6	  C	  and	  D).	  However,	  plenty	  of	  unscreened	  residues,	  with	  better	  conservation	  in	  higher	  eukaryotes,	  are	  yet	  to	  be	  examined.	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S. cerevisiae    1 ---------------------------------------------MSGSRGNSSNSSVSNNSNNNNNNDGGDERLLFLRSVGERNEIGFPSRFKSAHYKKPTRRHK 
S. pombe         1 -------------------------------------------------------------MEKNSSVDSLDISLLAR------------–PFRNPNYKAQPRRNR 
Homo sapiens     1 MAAQIPIVATTSTPGIVRNSKKRPASPSHNGSSGGGYGASKKKKASASSFAQGISMEAMSENKMVPSEFSTGPVEKAAKPLPFKDPNFVHSGHGGAVAGKKNRTWK  
Mus musculus     1 MAAQIPIVAATSTPAVARNSKKRPASPSHN-SSGGGYGASKKKKLSASGFAQGVSIEAMNESKMASSELSSGPVEKAAKPLPFKDPNFVHSGHGGAVAGKKNRTWK 
Rattus rattus    1 MAAQIPIVAATSTPTVARNSKKRPASPSHN-SSGGGYGASKKKKLSASGFAQGVSIEAMSESKMASSELSSGPVEKAAKPLPFKDPNFVHSGHGGAVAGKKNRTWK 
D. melanogaster  1 ------------------------------------------------------------------MEQNAKPKRSFKRPFTFP----------------KNCVYR 






S. cerevisiae    62  SARQLISDENKRINALLTKANKAAESSTAARRLVPKATYFSVEAPPSIRPAKKYCDVTGLKGFYKSPTNNIRYHNAEIYQLIVKPMAPGVDQEYLKLRGANFVLK 
S. pombe         33  NLRQIIQND-------------------PVQNEPSKFSYSSIEAPPSVLPQPKYCDVTGLLAIYTDPKTRLRYHNKEIYGLIR-ELPSGADQEYLKLRSSDVVLK 
Homo sapiens     107 NLKQILASER------------------ALPWQLNDPNYFSIDAPPSFKPAKKYSDVSGLLANYTDPQSKLRFSTIEEFSYIR-RLPSDVVTGYLALRKATSIVP 
Mus musculus     106 NLKQILAAER------------------ALPWQLNDPNYFSIDAPPSFKPAKKYSDISGLLANYTDPQSKLRFSTVEEFSYIR-RLPSDVVTGYLALRKATSIVP 
Rattus rattus    106 NLKQILAAER------------------ALPWQLNDPNYFSIDAPPSFKPAKKYSDVSGLLANYTDPQSKLRFSTVEEFSYIR-RLPSDVVTGYLTLRKATSIVP 
D. melanogaster  24  PLRQISNMER------------------SQKLSAEQPTYFTLNAPPSLVPAKKYSDISGLPAPYADPHTKLRFASADEYASMQ-HMPSDIVNGYLMVRGYTSAVG 
Zea mays         39  HLRHLLQSAD------------------ASSMPPDRPNYMNIQSPPSIYPPKRYCDLTGFEARYVDPRTKLRYSDPEVFKQIR-MLPDEYVQRYLALRNAAVILR 
























































Figure	  6:	  Ies6	  from	  Saccharomyces	  cerevisiae	  contains	  two	  potential	  protein	  
interaction	  domains	  in	  addition	  to	  a	  putative	  DNA	  binding	  region.	  	  
A. Schematic	  highlighting	  the	  position	  of	  previously	  mutated	  residues	  (Fenwick,	  2010)	  within	  the	  Ies6	  protein.	  
B. Alignment	  of	  Ies6	  from	  higher	  eukaryotes	  showing	  the	  protein	  conservation	  and	  location	  of	  Arp5	  (blue)	  and	  Rvb2	  (green)	  interacting	  regions	  and	  the	  YL1_C	  domain	  (red).	  Red	  asterisk	  mark	  mutations	  from	  Fenwick,	  2010.	  
C. Peptide	  sequences	  and	  interacting	  lysine	  residues	  (bold	  and	  underlined)	  involved	  in	  the	  Ies6-­‐Arp5	  (blue)	  and	  Ies6-­‐Rvb2	  (green)	  cross-­‐links	  (Tosi	  et	  al.,	  2013),	  and	  the	  amino	  acid	  sequence	  of	  the	  YL1_C	  domain	  (red).	  




Located in which Ies6 domain? 
Arp5 Rvb2 YL1_C 
T119 ✓ ✓ 
K122 ✓ ✓ 
S127 ✓ ✓ 
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K113 ✓ ✓ 
K114 ✓ ✓ 
Y115 ✓ ✓ 
D117 ✓ ✓ 
Y125 ✓ ✓ 
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3.1.1 Dissection	  of	  the	  Ies6	  protein	  	  To	  investigate	  the	  possible	  function	  of	  conserved	  residues	  within	  the	  YL1_C	  domain	  and	  the	  potential	  Arp5	  and	  Rvb2	  interacting	  regions,	  a	  total	  of	  13	  residues	  were	  selected	  for	  mutagenesis.	  These	  residues	  were	  selected	  based	  on	  their	  location	  within	  each	  interacting	  region	  or	  domain	  (Figure	  7	  B)	  and	  their	  conservation	  in	  higher	  eukaryotes	  (Figure	  7	  A).	  Due	  to	  the	  unconserved	  nature	  of	  the	  Ies6	  N-­‐terminus,	  some	  residues	  within	  the	  potential	  Arp5	  interacting	  region	  were	  selected	  from	  an	  alignment	  of	  conservation	  within	  Saccharomyces	  (SGD	  protein	  blast	  –	  alignment	  not	  shown).	  	  	   The	  residues	  selected	  for	  mutagenesis	  can	  be	  divided	  into	  three	  overlapping	  categories	  depending	  on	  their	  position	  within	  the	  two	  interacting	  regions	  and	  the	  YL1_C	  domain.	  These	  are,	  the	  Arp5	  interacting	  region	  (K61,	  R64,	  Q65,	  R73,	  Y100	  and	  S102)	  and	  the	  YL1_C	  domain	  (Y140)	  and	  Rvb2	  interacting	  region	  (K113,	  K114,	  Y115,	  D117,	  Y125,	  R133).	  The	  position	  of	  the	  Rvb2	  interacting	  region	  within	  the	  YL1_C	  domain	  resulted	  in	  the	  majority	  of	  mutations	  overlapping	  (Figure	  7	  C).	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Figure	  7:	  Residues	  selected	  for	  mutagenesis	  were	  highly	  conserved	  and	  within	  Arp5	  and	  
Rvb2	  interacting	  regions	  or	  the	  YL1_C	  domain.	  	  
A. Alignment	  of	  Ies6	  from	  higher	  eukaryotes	  showing	  conservation	  and	  location	  of	  residues	  selected	  for	  mutagenesis	  (highlighted	  red).	  The	  Arp5	  (blue	  line)	  and	  Rvb2	  (green	  line)	  interacting	  regions	  and	  the	  YL1_C	  domain	  (red	  line)	  are	  marked.	  	  
B. Schematic	  representation	  of	  the	  mutagenized	  residues	  and	  their	  location	  within	  the	  Ies6	  protein.	  
C. Table	  to	  summarise	  the	  location	  for	  the	  mutagenized	  residues	  within	  the	  Ies6	  protein	  regions.	  
S. cerevisiae    1 ---------------------------------------------MSGSRGNSSNSSVSNNSNNNNNNDGGDERLLFLRSVGERNEIGFPSRFKSAHYKKPTRRHK 
S. pombe         1 -------------------------------------------------------------MEKNSSVDSLDISLLAR------------–PFRNPNYKAQPRRNR 
Homo sapiens     1 MAAQIPIVATTSTPGIVRNSKKRPASPSHNGSSGGGYGASKKKKASASSFAQGISMEAMSENKMVPSEFSTGPVEKAAKPLPFKDPNFVHSGHGGAVAGKKNRTWK  
Mus musculus     1 MAAQIPIVAATSTPAVARNSKKRPASPSHN-SSGGGYGASKKKKLSASGFAQGVSIEAMNESKMASSELSSGPVEKAAKPLPFKDPNFVHSGHGGAVAGKKNRTWK 
Rattus rattus    1 MAAQIPIVAATSTPTVARNSKKRPASPSHN-SSGGGYGASKKKKLSASGFAQGVSIEAMSESKMASSELSSGPVEKAAKPLPFKDPNFVHSGHGGAVAGKKNRTWK 
D. melanogaster  1 ------------------------------------------------------------------MEQNAKPKRSFKRPFTFP----------------KNCVYR 
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S. pombe         33  NLRQIIQND-------------------PVQNEPSKFSYSSIEAPPSVLPQPKYCDVTGLLAIYTDPKTRLRYHNKEIYGLIR-ELPSGADQEYLKLRSSDVVLK 
Homo sapiens     107 NLKQILASER------------------ALPWQLNDPNYFSIDAPPSFKPAKKYSDVSGLLANYTDPQSKLRFSTIEEFSYIR-RLPSDVVTGYLALRKATSIVP 
Mus musculus     106 NLKQILAAER------------------ALPWQLNDPNYFSIDAPPSFKPAKKYSDISGLLANYTDPQSKLRFSTVEEFSYIR-RLPSDVVTGYLALRKATSIVP 
Rattus rattus    106 NLKQILAAER------------------ALPWQLNDPNYFSIDAPPSFKPAKKYSDVSGLLANYTDPQSKLRFSTVEEFSYIR-RLPSDVVTGYLTLRKATSIVP 
D. melanogaster  24  PLRQISNMER------------------SQKLSAEQPTYFTLNAPPSLVPAKKYSDISGLPAPYADPHTKLRFASADEYASMQ-HMPSDIVNGYLMVRGYTSAVG 
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Located in which Ies6 domain? 
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K114 ✓ ✓ 
Y115 ✓ ✓ 
D117 ✓ ✓ 
Y125 ✓ ✓ 
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3.1.2 Point	  mutations	  tested	  within	  the	  potential	  Arp5	  interacting	  region	  did	  not	  
cause	  drug	  sensitivity.	  	  Cellular	  response	  to	  DNA	  damage	  is	  frequently	  used	  as	  a	  preliminary	  screen	  of	  genetically	  modified	  alleles	  to	  compare	  their	  phonotype	  to	  wildtype	  and	  knockouts	  for	  a	  gene	  of	  interest.	  These	  assays	  provide	  an	  insight	  into	  gene	  function	  within	  specific	  cellular	  pathways	  through	  exposure	  to	  chronic	  levels	  of	  specific	  drugs	  and	  monitoring	  their	  fitness	  over	  time.	  For	  example,	  the	  three	  drugs	  that	  will	  be	  used	  to	  screen	  mutants	  within	  this	  study	  are	  MMS,	  HU	  and	  benomyl.	  These	  all	  probe	  for	  functionality	  within	  the	  pathways	  of	  DNA	  repair,	  replication	  and	  chromosome	  segregation.	  MMS	  methylates	  causes	  bulky	  adducts	  in	  the	  DNA	  which	  are	  thought	  to	  collide	  with	  replication	  machinery	  inhibit	  homologous	  recombination	  (HR)	  (Lundin	  et	  al.,	  2005),	  HU	  is	  and	  inhibitor	  of	  ribonucleotide	  reductase	  which	  blocks	  dNTP	  production	  (Koç	  et	  al.,	  2004)	  and	  Benomyl	  inhibits	  microtubules	  through	  competitive	  binding	  to	  tubulin	  (Quinlan	  et	  al.,	  1980).	  	   As	  previously	  discussed,	  ino80	  mutants	  are	  sensitive	  multiple	  DNA	  damaging	  agents	  (UV,	  IR,	  MMS,	  HU	  and	  benomyl	  (Shen	  et	  al.	  2000;	  Attikum	  et	  al.	  2004;	  Papamichos-­‐Chronakis	  &	  Peterson	  2008;	  Chambers	  et	  al.	  2012)),	  with	  the	  
ies6	  null	  strain	  phoncopying	  the	  ino80	  null	  for	  HU	  and	  benomyl	  sensitivity	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  Therefore,	  all	  the	  single	  residue	  substitutions	  of	  ies6	  were	  tested	  on	  HU,	  MMS	  and	  benomyl.	  The	  mutants	  were	  produced	  by	  PCR	  and	  verified	  by	  sequencing	  the	  whole	  open	  reading	  frame	  (ORF)	  to	  ensure	  there	  were	  no	  secondary	  mutations.	  The	  ies6	  alleles	  containing	  mutations	  within	  the	  potential	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Arp5	  interacting	  region	  (K61,	  R64,	  Q65,	  R73,	  Y100	  and	  S102)	  (Figure	  8	  A)	  had	  no	  phenotype	  when	  screened	  for	  HU,	  MMS	  or	  benomyl	  sensitivity	  (Figure	  8	  B).	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Figure	  8:	  Sensitivity	  of	  mutations	  within	  the	  potential	  Arp5	  interacting	  
region	  to	  HU,	  Benomyl	  and	  MMS.	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  position	  of	  each	  residue	  mutated	  and	  the	  location	  of	  the	  Arp5	  interacting	  region	  (blue).	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3.1.3 Point	  mutations	  tested	  within	  the	  potential	  Rvb2	  interacting	  region	  or	  the	  
YL_C	  domain	  did	  not	  cause	  drug	  sensitivity.	  	  Given	  the	  lack	  of	  phenotypes	  upon	  screening	  conserved	  residues	  within	  the	  Arp6	  interacting	  region,	  mutations	  in	  conserved	  residues	  within	  the	  potential	  Ruvb2	  interacting	  region,	  or	  the	  YL1_C	  domain	  (Figure	  9	  A)	  were	  screened	  using	  HU,	  MMS	  and	  benomyl.	  All	  mutations	  within	  these	  regions	  were	  produced	  by	  PCR	  and	  verified	  by	  sequencing	  across	  the	  whole	  open	  reading	  frame	  (ORF)	  to	  ensure	  there	  were	  no	  secondary	  mutations.	  	  Surprisingly,	  the	  mutation	  of	  the	  selected	  conserved	  residues	  within	  the	  Rvb2	  binding	  region	  (K113,	  K114,	  Y115,	  D117,	  Y125,	  R133)	  or	  the	  YL1_C	  domain	  (Y140)	  produced	  no	  phenotype	  when	  exposed	  to	  concentrations	  of	  HU,	  benomyl	  or	  MMS	  (Figure	  9	  B).	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Figure	  9:	  Sensitivity	  of	  mutations	  within	  the	  potential	  Rvb2	  binding	  regio 	  
and	  YL1_C	  putative	  DNA	  binding	  domain	  to	  HU,	  Benomyl	  and	  MMS.	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  position	  of	  each	  residue	  mutated	  and	  the	  location	  of	  the	  Arp5	  interacting	  region	  (green)	  and	  the	  YL1_C	  domain	  (red).	  
B. The	  ies6	  null	  strain	  (JDY854)	  was	  transformed	  with	  plasmids	  carrying	  mutated	  alleles	  of	  ies6,	  the	  resulting	  transformants,	  were	  plated	  on	  YPAD	  and	  drug	  containing	  media	  from	  10x	  serial	  dilutions	  and	  grown	  at	  30	  °C	  for	  72	  hours.	  	  All	  the	  mutations	  tested	  from	  the	  Rvb2	  interacting	  region	  and	  YL1_C	  domain	  had	  no	  influence	  on	  sensitivity	  to	  HU,	  Benomyl	  or	  MMS.	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3.1.4 Single	  residue	  substitutions	  within	  Ies6	  are	  stably	  expressed	  in	  vivo.	  	  Given	  the	  lack	  of	  sensitivity	  of	  mutated	  residues	  to	  HU,	  MMS	  or	  benomyl,	  cells	  expressing	  a	  selection	  of	  ies6	  alleles	  within	  the	  highly	  conserved	  C-­‐terminal	  region	  of	  the	  protein	  were	  screened	  by	  western	  blot	  using	  an	  N-­‐terminal	  FLAG-­‐tag.	  This	  is	  was	  important	  to	  measure	  possible	  degradation	  of	  the	  mutated	  form	  of	  the	  protein	  by	  proteolysis.	  Destabilisation	  of	  the	  protein	  structure	  as	  a	  result	  of	  mutagenesis	  can	  lead	  to	  lower	  expression	  levels	  in	  the	  cell.	  	   Western	  blot	  analysis	  revealed	  mutations	  within	  the	  Rvb2	  interacting	  region	  and	  YL1_C	  domain	  were	  expressed	  to	  the	  same	  level	  as	  the	  wildtype	  protein.	  Therefore,	  these	  mutations	  are	  unlikely	  to	  be	  improperly	  folded	  or	  subject	  to	  proteolysis	  (Figure	  10	  B).
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Figure	  10:	  Single	  point	  mutants	  of	  ies6	  within	  the	  Rvb2	  interacting	  
regions	  and	  YL1_C	  domain	  are	  expressed	  to	  wildtype	  levels	  in	  vivo.	  	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  the	  amino	  acid	  positions	  of	  the	  two	  interacting	  regions	  and	  the	  YL1_C	  domain.	  




































	  	   95	  
3.1.5 ies6	  (K114E,	  Y125A)	  is	  defective	  for	  growth.	  	  During	  the	  production	  of	  single	  point	  mutants,	  a	  double	  mutant	  containing	  glutamine	  substitution	  at	  K114	  and	  an	  alanine	  substitution	  at	  Y125	  was	  obtained.	  It	  was	  verified	  by	  sequencing	  the	  ORF	  of	  IES6	  to	  ensure	  it	  contained	  no	  other	  secondary	  mutations.	  Both	  residues	  are	  conserved	  and	  are	  located	  within	  the	  Rvb2	  interacting	  region	  and	  YL1_C	  domain	  (Figure	  11	  A).	  	  	   The	  double	  mutant	  was	  routinely	  tested	  along	  side	  all	  other	  single	  point	  mutants	  on	  HU,	  MMS	  and	  benomyl.	  During	  culturing,	  it	  was	  apparent	  that	  cells	  expressing	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  allele	  had	  a	  slower	  growth	  rate	  than	  the	  wildtype,	  however,	  faster	  than	  the	  ies6	  null.	  Given	  the	  initial	  observation	  of	  growth,	  the	  growth	  rate	  of	  wildtype,	  ies6	  and	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  strains	  was	  quantified	  by	  measuring	  their	  optical	  density	  (600	  nm)	  over	  a	  10-­‐hour	  period.	  	   As	  previously	  discussed,	  ies6	  null	  cells	  have	  an	  aberrant	  cellular	  morphology	  related	  to	  their	  chromosome	  segregation	  defects	  (Chambers	  et	  al.,	  2012).	  As	  optical	  density	  measurements	  are	  dependent	  on	  the	  light	  refraction	  at	  600	  nm	  wavelength,	  which	  is	  influenced	  by	  cell	  size,	  curves	  were	  produced	  from	  three	  independent	  isolates	  to	  reduce	  the	  effect	  of	  this	  variable.	  	   The	  resulting	  curve	  confirmed	  that	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  expressing	  strain	  had	  a	  growth	  defect	  intermediate	  to	  the	  wildtype	  and	  ies6	  null	  (Figure	  11	  B).	  The	  intermediate	  growth	  phonotype	  indicates	  that,	  while	  Ies6	  functions	  are	  not	  completely	  compromised,	  some	  have	  been	  altered	  sufficiently	  in	  the	  ies6	  (K114E,	  
Y125A)	  mutant	  to	  slow	  progression	  through	  the	  cell	  cycle.
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Figure	  11:	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  cells	  have	  a	  growth	  defect	  that	  is	  intermediate	  of	  
wildtype	  and	  the	  ies6	  null.	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  the	  location	  of	  the	  K114	  and	  Y125	  residues	  (red	  stars)	  in	  relation	  to	  the	  Arp5	  (blue	  line)	  and	  Rvb2	  (green	  line)	  interacting	  regions	  and	  the	  YL1_C	  domain	  (red	  line).	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3.1.6 The	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  is	  sensitive	  to	  HU	  but	  not	  benomyl	  	  To	  examine	  the	  cause	  of	  slow	  growth	  in	  cells	  expressing	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant,	  these	  cells	  were	  subjected	  to	  screening	  with	  MMS,	  HU	  and	  benomyl.	  They	  were	  compared	  to	  wildtype	  and	  ies6,	  in	  addition	  to	  the	  corresponding	  single	  point	  mutants:	  ies6	  (K114E)	  and	  ies6	  (Y125A),	  and	  the	  same	  mutant	  with	  and	  alanine	  substitution	  at	  K114,	  ies6	  (K114A,	  Y125A),	  and	  the	  corresponding	  single	  ies6	  
(K114A).	  The	  results	  demonstrated	  that	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  had	  a	  clear	  sensitivity	  to	  100	  mM	  HU,	  well	  above	  the	  20	  mM	  that	  is	  lethal	  to	  the	  ies6	  null	  strain	  (Figure	  12	  B).	  This	  intermediate	  sensitivity	  was	  later	  quantified	  by	  assessing	  colony	  forming	  ability	  on	  increasing	  concentration	  of	  HU	  (Figure	  13	  C).	  	   Critically,	  this	  sensitivity	  was	  only	  observed	  in	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  and	  not	  in	  the	  ies6	  (K114A,	  Y125A)	  mutant,	  or	  the	  ies6(K114E),	  ies6(K114A),	  or	  
ies6(Y125A)	  single	  mutants	  (Figure	  12	  B).	  This	  observation	  indicates	  the	  substitution	  to	  glutamine	  at	  K114,	  in	  combination	  with	  an	  alanine	  substitution	  at	  Y125,	  inhibits	  the	  survival	  of	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  to	  HU,	  whether	  the	  dose	  is	  chronic	  (Figure	  12	  B)	  or	  acute	  (Figure	  13	  C).	  Furthermore,	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  was	  seen	  to	  be	  insensitive	  to	  benomyl	  (Figure	  12	  B).	  This	  was	  confirmed	  through	  quantification	  of	  colony	  forming	  ability	  on	  increasing	  benomyl	  concentrations	  (Figure	  13	  B).
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Figure	  12:	  Cells	  containing	  the	  ies6	  allele	  K114E,	  but	  not	  K114A,	  in	  
combination	  with	  Y125A,	  are	  sensitive	  to	  HU.	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  the	  amino	  acid	  positions	  of	  the	  two	  interacting	  regions	  	  (Arp5	  –	  blue	  bar,	  Rvb2	  –	  green	  bar),	  the	  YL1_C	  domain	  (red	  bar)	  and	  the	  locations	  of	  the	  two	  point	  mutations	  (stars).	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Figure	  13:	  Quantification	  of	  ies6(K114E,Y125A)	  sensitivity	  to	  benomyl	  and	  HU.	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  the	  amino	  acid	  positions	  of	  the	  two	  interacting	  regions	  	  (Arp5	  –	  blue	  bar,	  Rvb2	  –	  green	  bar),	  the	  YL1_C	  domain	  (red	  bar)	  and	  the	  locations	  of	  the	  two	  point	  mutations	  (stars).	  
B. ies6	  null	  cells	  (JDY854)	  transformed	  with	  either	  an	  empty	  vector,	  IES6	  or	  
ies6(K114E,Y125A)	  expression	  plasmid	  were	  exposed	  to	  mid-­‐log.	  ~100	  cells	  were	  plated	  onto	  rich	  media	  or	  media	  containing	  benomyl.	  	  
C. ies6	  null	  cells	  (JDY854)	  transformed	  with	  either	  an	  empty	  vector,	  IES6	  or	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3.1.7 The	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  is	  stably	  expressed	  in	  vivo	  	  As	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  exhibited	  HU	  sensitivity	  it	  was	  vital	  to	  check	  its	  expression	  compared	  to	  wildtype	  due	  to	  potential	  destabilisation	  of	  the	  protein	  structure.	  Such	  destabilisation	  could	  make	  the	  mutated	  form	  of	  the	  protein	  a	  target	  for	  degradation	  by	  proteolysis.	  	  Cell	  lysates	  from	  wildtype,	  ies6	  null,	  ies6	  (Y125A),	  
ies6	  (K114E),	  îes6	  (K114E,	  Y125A),	  ies6	  (K114A)	  and	  ies6	  (K114A,	  Y125A)	  were	  analysed	  by	  western	  blot	  and	  probed	  using	  anti-­‐flag	  antibody	  (Figure	  14	  B).	  	  	   Interpretation	  of	  the	  blot	  was	  difficult	  due	  to	  the	  low	  level	  of	  Ies6	  observed	  when	  probed	  with	  anti-­‐flag,	  despite	  equal	  loading	  on	  the	  H2A	  control	  blot.	  However,	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  appeared	  to	  be	  underexpressed	  compared	  to	  either	  the	  ies6	  (Y125A)	  or	  ies6	  (K114E)	  mutants,	  but	  was	  more	  comparible	  to	  the	  ies6	  
(K114A)	  	  and	  the	  ies6	  (K114A,	  Y125A)	  mutant.	  Quantification	  confirmed	  these	  observations	  (Figure	  14	  C),	  however,	  they	  could	  not	  be	  attributed	  to	  loading,	  given	  that	  the	  H2A	  control	  was	  consistent	  throughout	  and	  requires	  repeating	  to	  obtain	  a	  suffcient	  comparison	  to	  wildtype.	  However,	  the	  previuous	  result,	  demonstring	  the	  ability	  of	  ies6	  (K114E,	  Y125E)	  recover	  from	  benomyl	  induced	  DNA	  damage	  (Figure	  13	  C),	  confirms	  that	  the	  Ies6	  (K144E,	  Y125A)	  protein	  is	  suffciently	  folded	  to	  conduct	  at	  least	  some	  of	  it’s	  functions.	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Figure	  14:	  Double	  mutants	  of	  ies6	  within	  the	  Ruvb2	  binding	  domain	  are	  expressed	  
to	  wildtype	  levels	  in	  vivo.	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  the	  amino	  acid	  positions	  of	  the	  two	  interacting	  regions	  	  (Arp5	  –	  blue	  bar,	  Rvb2	  –	  green	  bar),	  the	  YL1_C	  domain	  (red	  bar)	  and	  the	  locations	  of	  the	  two	  point	  mutations	  (stars).	  
B. ies6	  null	  cells	  (JDY854)	  transformed	  with	  either	  an	  empty	  vector,	  IES6	  or	  
ies6(K114E,Y125A)	  expression	  plasmid	  were	  grown	  to	  mid-­‐log	  phase,	  proteins	  were	  extracted	  and	  lysates	  were	  analysed	  by	  western	  blotting.	  Blots	  were	  probed	  for	  flag	  (top	  panel)	  and	  H2A	  as	  a	  loading	  control	  (bottom	  panel).	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3.1.8 Expression	  of	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  does	  not	  cause	  an	  increase	  in	  
cellular	  ploidy.	  	  Previous	  studies	  have	  demonstrated	  ies6	  null	  cells	  duplicate	  their	  genome	  after	  approximately	  30	  generations	  (3-­‐4	  days	  incubation	  at	  30˚C)	  causing	  an	  increase	  in	  ploidy	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  Ploidy	  maintenance	  defects	  in	  ies6	  null	  cells	  are	  attributed	  to	  problems	  with	  H2A.Z	  removal	  due	  to	  increased	  H2A.Z	  incorporation	  at	  the	  centromeres	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  Inability	  to	  remove	  H2A.Z	  from	  the	  centromere	  is	  thought	  to	  cause	  a	  relaxation	  of	  the	  chromatin	  structure,	  leaving	  the	  chromatin	  vulnerable	  to	  digestion	  with	  micrococcal	  nuclease	  (MNase),	  which	  is	  supported	  by	  sensitivity	  to	  benomyl	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  	   Given	  the	  observation	  that	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  was	  not	  sensitive	  to	  benomyl	  it	  was	  deemed	  unlikely	  that	  the	  growth	  defect	  observed	  (Figure	  11	  B)	  would	  be	  due	  to	  an	  issue	  with	  chromosome	  segregation.	  However,	  to	  confirm	  ploidy	  status	  of	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant,	  the	  DNA	  content	  of	  newly	  sporulated	  ies6	  null	  haploids	  expressing	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  (generated	  from	  an	  IES6/ies6	  heterozygous	  diploid)	  was	  recorded	  over	  a	  10-­‐day	  period.	  	  	   As	  previously	  observed	  (Chambers	  et	  al.	  2012),	  the	  ies6	  cells	  quickly	  duplicated	  their	  genome	  after	  approximately	  30	  generations	  (3-­‐4	  days	  growth).	  However,	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  expressing	  cells	  did	  not	  duplicate	  their	  genome	  and	  maintained	  a	  haploid	  DNA	  content	  comparable	  to	  the	  wildtype	  control	  (Figure	  15	  B).
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Figure	  15:	  The	  increase	  in	  ploidy	  seen	  in	  an	  ies6	  null	  is	  not	  observed	  in	  an	  ies6	  (K114E,	  
Y125A)	  mutant.	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  the	  amino	  acid	  positions	  of	  the	  two	  interacting	  regions	  	  (Arp5	  –	  blue	  bar,	  Rvb2	  –	  green	  bar),	  the	  YL1_C	  domain	  (red	  bar)	  and	  the	  locations	  of	  the	  two	  point	  mutations	  (stars).	  
B. FACS	  analysis	  was	  conducted	  on	  mid-­‐log	  cultures,	  which	  were	  sampled	  for	  10	  days	  from	  newly	  derived	  ies6	  haploids	  expressing	  an	  empty	  vector,	  IES6	  or	  ies6	  (K114E,	  Y125A).	  The	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3.1.9 ies6	  (K114E,	  Y125A)	  inhibits	  replication	  progression	  after	  exposure	  to	  HU.	  	  The	  sensitivity	  of	  ino80	  null	  strains	  to	  HU	  has	  been	  widely	  characterised	  due	  to	  its	  role	  in	  the	  relief	  of	  replication	  stress	  (Falbo	  et	  al.,	  2009;	  Papamichos-­‐Chronakis	  and	  Peterson,	  2008;	  Shimada	  et	  al.,	  2008).	  The	  deletion	  of	  ies6	  is	  known	  to	  phenocopy	  the	  deletion	  of	  ino80	  for	  sensitivity	  to	  HU	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  Given	  the	  similarity	  between	  these	  two	  phonotypes,	  it	  is	  not	  unreasonable	  to	  assume	  that	  Ies6	  is	  in	  some	  way	  contributing	  to	  the	  function	  of	  Ino80	  in	  the	  relief	  of	  replication	  stress.	  As	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  was	  only	  sensitive	  to	  HU,	  it	  was	  likely	  that	  replication	  fork	  recovery	  after	  HU	  stalling	  would	  be	  inhibited	  in	  the	  ies6	  
(K114E,	  Y125A)	  mutant.	  	  	   Using	  an	  assay	  to	  measure	  recovery	  from	  replication	  stress	  (Shimada	  et	  al.,	  2008),	  the	  ability	  of	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  to	  recover	  from	  HU	  meditated	  inhibition	  of	  replication	  was	  measured	  by	  comparing	  colony	  formation	  on	  rich	  media	  after	  exposure	  to	  HU	  in	  liquid	  media.	  The	  number	  of	  colonies	  formed	  provided	  a	  measurement	  of	  the	  number	  of	  cells	  that	  successfully	  overcame	  the	  inhibition	  of	  ribonucleotide	  reductase.	  	   Compared	  with	  wildtype,	  ies6	  nulls	  cells	  were	  increasingly	  sensitive	  to	  fork	  stalling	  and	  could	  not	  recover	  to	  produce	  viable	  colonies	  (Figure	  16	  B	  and	  C).	  However,	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  was	  able	  to	  produce	  more	  colonies	  than	  the	  ies6	  null,	  but	  still	  fewer	  than	  observed	  for	  wildtype	  under	  the	  same	  conditions	  (Figure	  16	  B	  and	  C).	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Figure	  16:	  ies6(K114E,	  Y125A)	  is	  susceptible	  to	  replication	  fork	  collapse.	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  the	  amino	  acid	  positions	  of	  the	  two	  interacting	  regions	  	  (Arp5	  –	  blue	  bar,	  Rvb2	  –	  green	  bar),	  the	  YL1_C	  domain	  (red	  bar)	  and	  the	  locations	  of	  the	  two	  point	  mutations	  (stars).	  
B. ies6	  null	  cells	  (JDY854)	  transformed	  with	  either	  an	  empty	  vector,	  IES6	  or	  
ies6(K114E,Y125A)	  expression	  plasmid	  were	  exposed	  to	  0.2	  M	  HU	  for	  2,	  4	  and	  6	  hours	  before	  plating	  onto	  drug	  free	  media	  and	  grown	  for	  3	  days	  at	  30°C.	  Percentage	  colony	  formation	  of	  each	  mutant,	  on	  HU,	  vs.	  wildtype	  percentage	  formation	  on	  HU.	  Error	  bars	  represent	  the	  standard	  deviation	  of	  triplicates.	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3.1.10 ies6	  (K114E,	  Y125A)	  does	  not	  inhibit	  DNA	  binding.	  	  Recombinant	  Ies6	  protein	  has	  been	  shown	  to	  independently	  bind	  DNA	  in	  vitro	  (Fenwick,	  2010),	  or	  as	  part	  of	  a	  complex	  with	  Arp5	  (Tosi	  et	  al.,	  2013).	  Given	  that	  mutations	  within	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  form	  part	  of	  the	  YL1_C	  domain,	  which	  is	  the	  putative	  DNA	  binding	  domain,	  it	  was	  reasonable	  to	  assume	  that	  both	  residues	  might	  contribute	  to	  Ies6	  DNA	  binding.	  Furthermore,	  the	  HU	  sensitivity	  and	  impaired	  recovery	  of	  stalled	  replication	  forks	  in	  this	  mutant	  indicate	  a	  significant	  change	  in	  the	  functionality	  of	  the	  mutant	  protein.	  	  	   In	  order	  to	  examine	  this	  hypothesis,	  wildtype	  and	  Ies6	  (K114E,	  Y125A)	  MBP-­‐tagged	  proteins	  were	  purified	  from	  E.	  coli	  at	  concentrations	  sufficient	  for	  DNA	  biding	  reactions	  (Figure	  17	  B).	  The	  proteins	  were	  purified	  under	  denaturing	  conditions	  and	  returned	  to	  their	  native	  fold	  using	  dialysis.	  During	  purification,	  a	  small	  proportion	  of	  the	  protein	  within	  each	  sample	  was	  degraded,	  giving	  rise	  to	  high	  molecular	  weight	  bands	  in	  both	  purifications	  (Figure	  17	  B).	  Given	  that	  degradation	  is	  a	  consequence	  of	  the	  purification	  protocol	  and	  appears	  consistently	  in	  all	  purifications,	  it	  was	  not	  considered	  to	  be	  a	  significant	  variable	  when	  proceeding	  with	  the	  DNA	  binding	  assay.	  	   Despite	  K114	  and	  Y125	  being	  within	  the	  YL1_C	  domain	  of	  Ies6,	  the	  Ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  retained	  its	  ability	  to	  bind	  dsDNA	  to	  wildtype	  levels	  (Figure	  17	  C),	  this	  has	  been	  clarified	  through	  quantification	  of	  the	  levels	  of	  free	  probe	  within	  Ies6	  and	  Ies6	  (K114E,	  Y125A)	  lanes	  compared	  to	  the	  no	  protein	  control	  (Figure	  18	  B).	  
Results	  	  
	  	   107	  
Figure	  17:	  Recombinant	  ies6(K114E,Y125A)	  binds	  dsDNA	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  the	  amino	  acid	  positions	  of	  the	  two	  interacting	  regions	  and	  the	  YL1_C	  domain.	  
B. Concentrations	  of	  eluted	  proteins	  from	  E.	  coli	  expressing	  MBP,	  MBP-­‐Ies6	  or	  MBP-­‐ies6(KII4E,Y125A)	  were	  determined	  by	  Bradford	  assay.	  These	  were	  then	  run	  on	  an	  SDS	  page	  gel	  at	  1,	  2	  and	  5μM	  concentrations	  and	  stained	  with	  Coomassie.	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Figure	  18:	  Quantification	  of	  the	  remaining	  free	  probe	  confirms	  the	  DNA	  binding	  
capacity	  of	  Ies6	  (K114E,	  Y125A)	  	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  the	  amino	  acid	  positions	  of	  the	  two	  interacting	  regions	  and	  the	  YL1_C	  domain.	  
B. Quantification	  of	  free	  probe	  density	  using	  ImageJ.	  Intensities	  of	  free	  probe	  for	  Ies6	  and	  Ies6	  (K114E,	  Y125A)	  at	  each	  concentration	  (0.5-­‐3µM)	  was	  normalised	  to	  the	  density	  of	  the	  no	  protein	  (0µM)	  control.	  The	  amount	  of	  free	  probe	  in	  react	  reaction	  	  is	  expressed	  as	  a	  percentage	  of	  the	  total	  observed	  in	  the	  no	  protein	  control	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3.1.11 	  Truncation	  of	  ies6	  at	  the	  C-­‐terminus	  is	  sufficient	  to	  abolish	  DNA	  binding.	  	  To	  investigate	  the	  presence	  of	  a	  DNA	  binding	  region	  with	  the	  C-­‐terminus,	  and	  with	  the	  observation	  that	  Ies6	  (K114E,	  Y125A)	  was	  still	  able	  to	  bind	  DNA,	  truncations	  were	  produced	  (Alžběta	  Kalendová)	  that	  retained	  only	  the	  N-­‐terminus	  (Ies6	  (1-­‐76	  aa))	  or	  C-­‐terminus	  (Ies6	  (77-­‐134	  aa))	  of	  Ies6.	  The	  truncation	  expressing	  the	  C-­‐terminal	  portion	  of	  the	  protein	  contained	  the	  entire	  YL1_C	  domain	  (Figure	  16	  A),	  thus	  was	  hypothesised	  to	  retain	  its	  DNA	  binding	  capacity.	  	   Recombinant	  truncated	  proteins	  were	  purified	  from	  E.	  coli	  (Figure	  19	  B),	  as	  observed	  with	  previous	  purifications	  of	  the	  wildtype	  and	  Ies6	  (K114E,	  Y125A)	  (Figure	  17	  B),	  a	  small	  proportion	  of	  the	  protein	  in	  each	  was	  degraded	  (Figure	  19	  B).	  This	  degradation	  is	  a	  consequence	  of	  the	  purification	  protocol,	  thus	  it	  appears	  equally	  in	  all	  the	  samples	  tested	  and	  does	  not	  affect	  binding	  of	  the	  wildtype	  recombinant	  protein,	  or	  the	  comparability	  of	  the	  wildtype	  and	  mutant	  binding	  within	  each	  assay.	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Figure	  19:	  Coomassie	  stained	  gels	  of	  truncated	  proteins	  purified	  from	  
E.coli	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  the	  amino	  acid	  positions	  of	  the	  two	  interacting	  regions	  and	  the	  YL1_C	  domain.	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   The	  purified	  proteins:	  Ies6,	  Ies6	  (1-­‐76	  aa)	  and	  Ies6	  (77-­‐134	  aa)	  were	  assayed	  for	  DNA	  binding	  capacity.	  As	  predicted,	  the	  N-­‐terminal	  portion	  of	  Ies6,	  Ies6	  (1-­‐76	  aa),	  had	  no	  affinity	  for	  dsDNA,	  while	  the	  C-­‐terminal	  portion	  containing	  the	  YL1_C	  domain,	  Ies6	  (77-­‐134	  aa),	  retained	  a	  DNA	  binding	  that	  appeared	  to	  be	  slightly	  reduced	  compared	  to	  wildtype	  (Figure	  20	  B).	  	  Quantification	  of	  the	  levels	  of	  free	  probe	  within	  the	  Ies6	  and	  Ies6	  (77-­‐134	  aa)	  reactions	  demonstrates	  DNA	  binding	  of	  Ies6	  (77-­‐134	  aa)	  at	  lower	  concentrations	  (1-­‐2	  µM	  protein)	  was	  reduced	  compared	  to	  wildtype.	  However,	  the	  level	  of	  binding	  was	  equal	  in	  both	  the	  wildtype	  and	  Ies6	  (11-­‐134	  aa)	  at	  the	  higher	  protein	  concentrations	  (2.5	  and	  3	  µM)	  (Figure	  21	  B).	  	   This	  observation	  conclusively	  demonstrates	  that	  the	  DNA	  binding	  component	  of	  Ies6	  is	  within	  the	  C-­‐terminal,	  YL1_C	  domain,	  portion	  of	  the	  protein.	  Though,	  precise	  mutation	  of	  single	  amino	  acids	  failed	  to	  determine	  which	  residues	  were	  important	  for	  YL1_C	  function,	  abrogated	  binding	  upon	  the	  loss	  of	  the	  Ies6	  YL1_C	  domain,	  demonstrates	  that	  it	  is	  required	  for	  Ies6	  DNA	  binding.
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Figure	  20:	  The	  C-­‐terminus	  of	  Ies6	  can	  bind	  DNA	  but	  the	  N-­‐terminus	  cannot.	  	  	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  the	  amino	  acid	  positions	  of	  the	  two	  interacting	  regions	  and	  the	  YL1_C	  domain	  with	  the	  truncated	  versions	  of	  the	  Ies6	  protein.	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Figure	  21:	  Quantification	  of	  the	  remaining	  free	  probe	  confirms	  Ies6	  (1-­‐76)	  does	  
not	  bind	  to	  DNA,	  and	  DNA	  binding	  reduced	  at	  lower	  concentrations	  Ies6	  (77-­‐
134).	  
A. Schematic	  of	  the	  Ies6	  protein	  showing	  the	  amino	  acid	  positions	  of	  the	  two	  interacting	  regions	  and	  the	  YL1_C	  domain	  with	  the	  truncated	  versions	  of	  the	  Ies6	  protein.	  
B. Quantification	  of	  free	  probe	  density	  using	  ImageJ.	  Intensities	  of	  free	  probe	  for	  Ies6,	  Ies6	  1-­‐76	  aa	  and	  Ies6	  77-­‐134	  aa	  at	  each	  concentration	  (1-­‐3µM)	  was	  normalised	  to	  the	  density	  of	  the	  no	  protein	  (0µM)	  control.	  The	  amount	  of	  free	  probe	  in	  react	  reaction	  	  is	  expressed	  as	  a	  percentage	  of	  the	  total	  observed	  in	  the	  no	  protein	  control.	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3.2 IES6	  genetically	  interacts	  with	  DNA	  damage	  and	  Chromosome	  
segregation	  pathways.	  	  The	  INO80	  complex	  is	  known	  to	  be	  involved	  in	  DNA	  repair	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2004;	  Downs	  et	  al.,	  2004;	  Morrison	  et	  al.,	  2004),	  chromosome	  segregation	  (Ogiwara	  et	  al.	  2007,	  Chambers	  et	  al.	  2012)	  and	  H2A.Z	  removal	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2007;	  Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.,	  2011).	  As	  previously	  discussed,	  phenotypic	  screens	  on	  DNA	  damaging	  agents	  can	  provide	  preliminary	  insight	  into	  gene	  function.	  In	  addition,	  these	  assays	  can	  be	  used	  to	  infer	  genetic	  relationships	  between	  genes	  within	  pathways	  that	  perform	  necessary	  cellular	  functions.	  Specific	  subunits	  of	  the	  INO80	  complex	  are	  known	  to	  genetically	  interact	  with	  genes	  in	  the	  
RAD52	  DNA	  damage	  response	  pathway	  (RAD52,	  RAD55	  and	  RAD9)	  through	  the	  
ARP8	  and	  NHP10	  genes	  that	  encode	  the	  Arp8	  and	  Nhp10	  subunits	  of	  the	  INO80	  complex	  (Morrison	  et	  al.,	  2004).	  Specifically,	  spores	  that	  are	  arp8Δ	  and	  rad52Δ	  defective	  exhibit	  a	  synthetic	  growth	  phenotype	  (Morrison	  et	  al.,	  2004).	  Furthermore,	  the	  deletion	  of	  arp8	  or	  nhp10	  in	  conjunction	  with	  rad59	  causes	  increased	  HU	  sensitivity	  at	  50mM	  (Morrison	  et	  al.,	  2004).	  	  	   RAD52	  forms	  part	  of	  the	  highly	  conserved	  Rad52	  epistasis	  group,	  composed	  of:	  RAD50,	  RAD51,	  RAD52,	  RAD54,	  RAD55,	  RAD57,	  RAD59,	  RDH54	  (TID1),	  MRE11	  (RAD58)	  and	  XRS2,	  all	  of	  which	  cause	  recombination	  defects	  when	  mutated	  (Symington,	  2002).	  Due	  to	  the	  importance	  of	  the	  Rad52	  epistasis	  group,	  it	  was	  deemed	  sufficient	  to	  only	  select	  one	  gene	  (RAD50)	  for	  genetic	  comparison	  with	  
IES6.	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   In	  addition	  to	  RAD50,	  other	  candidate	  genes	  were	  chosen	  using	  information	  submitted	  to	  the	  Saccharomyces	  genome	  database	  (SGD).	  These	  were:	  CIN8	  due	  to	  its	  role	  in	  chromosome	  segregation,	  and	  its	  synthetic	  sickness	  with	  ies6	  (Pan	  et	  al.,	  2004),	  and	  SAS3,	  as	  the	  catalytic	  core	  of	  the	  NuA4	  histone	  chaperone	  and	  its	  synthetic	  sickness	  with	  ies6	  (Lin	  et	  al.,	  2008).	  	   These	  previously	  characterised	  genetic	  interactions	  between	  IES6	  and	  genes	  involved	  in	  DNA	  repair	  and	  chromosome	  segregation	  were	  utilised	  to	  further	  characterise	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutation.	  Ultimately,	  expression	  of	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  in	  conjunction	  with	  the	  deletion	  of	  genes	  required	  for	  DNA	  repair	  or	  chromosome	  segregation	  will	  demonstrate	  whether	  the	  
ies6(K114E,	  Y125A)	  mutant	  is	  defective	  for	  multiple	  Ies6	  functions,	  or,	  whether	  it	  is	  only	  defective	  in	  one	  and	  proficient	  for	  all	  others,	  known	  as	  a	  separation	  of	  function.	  As	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  displayed	  HU	  sensitivity	  it	  is	  likely	  to	  be	  important	  for	  pathways	  relating	  to	  DNA	  repair	  and	  not	  those	  influencing	  chromatin	  dynamics	  or	  chromosome	  segregation.	  	  
3.2.1 Double	  knockouts	  of	  ies6,	  cin8	  are	  synthetic	  lethal.	  	  The	  gene	  CIN8,	  which	  is	  important	  for	  mitotic	  spindle	  assembly	  and	  chromosome	  segregation	  (Hoyt	  et	  al.,	  1992;	  Roof	  et	  al.,	  1992),	  was	  selected	  to	  combine	  with	  the	  
ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele.	  A	  previous	  study	  observed	  that	  ies6	  null	  was	  synthetic	  sick	  when	  combined	  with	  a	  cin8	  deletion	  strain	  (Pan	  et	  al.,	  2004).	  In	  order	  to	  express	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  within	  a	  cin8	  background,	  a	  cin8,	  ies6	  double	  knockout	  was	  obtained	  by	  crossing.	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   In	  contrast	  to	  the	  previous	  study,	  when	  the	  progeny	  of	  an	  IES6/ies6,	  
CIN8/cin8	  heterozygous	  diploid	  were	  genotyped,	  only	  CIN8/IES6	  spores	  were	  obtained	  (Figure	  22	  A).	  This	  indicated	  a	  synthetic	  lethal	  interaction	  between	  
cin8/ies6	  rather	  than	  a	  synthetic	  sickness,	  as	  previously	  stated.	  Both	  genes	  were	  segregating	  in	  a	  manner	  that	  produced	  only	  CIN8/IES6	  or	  cin8/ies6	  genotypes	  due	  to	  the	  close	  proximity	  of	  the	  IES6	  and	  CIN8	  genes,	  which	  were	  only	  33kb	  apart	  on	  chromosome	  V.	  When	  constructing	  the	  heterozygous	  diploid,	  the	  cin8	  knockout	  construct	  was	  integrated	  on	  the	  same	  chromosome	  as	  the	  ies6	  knockout	  cassette,	  causing	  them	  to	  co-­‐segregate	  during	  mitosis	  (Figure	  22	  B).	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Figure	  22:	  cin8/ies6	  double	  knockouts	  cause	  synthetic	  lethality,	  which	  can	  be	  rescued	  
through	  ectopic	  expression	  of	  IES6	  or	  ies6	  (K114E,Y125A).	  
A. Heterozygous	  diploids	  containing	  IES6/ies6	  and	  CIN8/cin8	  were	  dissected	  onto	  rich	  media	  and	  grown	  at	  30°C	  for	  3-­‐5	  days.	  
B. Diagrammatic	  representation	  of	  co-­‐segregation	  occurring	  during	  meiosis	  in	  the	  cin8/ies6	  cells	  that	  are	  synthetic	  lethal.	  
C. Heterozygous	  diploids	  of	  cin8/CIN8,	  ies6/IES6	  (JDY1021)	  expressing	  either	  an	  empty	  vector,	  IES6	  or	  ies6(K114E,Y125A)	  complementation	  plasmids	  were	  dissected	  onto	  selective	  media.	  White	  boxes	  indicate	  a	  cin8,	  ies6	  +IES6	  spore	  and	  black	  boxes	  indicate	  a	  cin8,	  ies6	  +ies6(K114E,Y125A)	  spore.	  Genotypes	  were	  verified	  by	  re-­‐growth	  on	  selection	  media	  followed	  by	  PCR.	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3.2.2 Expression	  of	  wildtype	  IES6	  or	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  rescues	  cin8,	  ies6	  synthetic	  
lethality	  	  The	  observation	  that	  cin8,	  ies6	  cells	  caused	  a	  synthetic	  lethality	  was	  confirmed	  by	  the	  ability	  of	  IES6	  or	  ies6	  K114E,	  Y125A)	  to	  rescue	  the	  phenotype.	  Genotyping	  of	  the	  progeny	  from	  crosses	  of	  CIN8/cin8,	  IES6/ies6	  heterozygous	  diploids,	  expressing	  an	  IES6	  plasmid,	  confirmed	  that	  expression	  of	  the	  IES6	  gene	  was	  sufficient	  to	  restore	  Ies6	  functions	  and	  rescue	  the	  synthetic	  lethality	  of	  the	  cin8,	  
ies6	  double	  knockouts	  (Figure	  22	  C).	  	  	   Given	  the	  synthetic	  lethality	  of	  cin8,	  ies6	  cells	  the	  only	  method	  of	  obtaining	  a	  
cin8,	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  was	  to	  express	  it	  within	  the	  CIN8/cin8,	  IES6/ies6	  heterozygous	  diploid	  and	  analyse	  the	  progeny.	  Providing	  that	  expression	  of	  the	  
ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  was	  sufficient	  to	  rescue	  the	  functions	  of	  Ies6	  required	  during	  meiosis.	  Indeed,	  the	  expression	  of	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  was	  sufficient	  to	  rescue	  the	  synthetic	  lethality	  observed	  in	  the	  cin8,	  ies6	  knockout	  (Figure	  22	  C).	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3.2.3 cin8,	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutants	  are	  partially	  growth	  defective.	  	  Colonies	  derived	  from	  cin8,	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  spores	  varied	  in	  size	  comparatively	  to	  those	  derived	  from	  cin8	  mutants	  expressing	  the	  IES6	  plasmid,	  or	  the	  CIN8,	  IES6	  wildtype	  (Figure	  22	  C).	  Quantification	  of	  their	  growth	  rate	  revealed	  only	  a	  mild	  growth	  defect,	  however,	  this	  was	  equal	  to	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  alone	  (Figure	  23).	  This	  observation	  suggests	  that	  cin8	  and	  ies6	  (K114E,	  
Y125A)	  do	  not	  genetically	  interact	  within	  pathways	  critical	  for	  cell	  growth.
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Figure	  23:	  Growth	  defects	  observed	  in	  the	  ies6(K114E,Y125A),	  cin8	  mutant	  is	  
comparable	  to	  an	  ies6(K114E,	  Y125A)	  single	  mutant.	  Genotyped	  spores	  produced	  from	  the	  sporulation	  of	  heterozygous	  diploid	  of	  cin8/CIN8,	  
ies6/IES6	  (JDY1021)	  containing	  IES6	  or	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  expression	  plasmids	  were	  used	  to	  analyse	  the	  growth	  defects	  resulting	  from	  various	  ies6	  and	  cin8	  genotypes.	  	  	   These	  genotypes	  were:	  IES6	  (wildtype),	  ies6,	  cin8	  (ies6,	  cin8	  +pRS416-­‐	  Flag-­‐IES6,	  JDY1021),	  ies6	  (ies6	  +pRS416-­‐	  Flag-­‐IES6),	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  (ies6	  +pRS416-­‐	  Flag-­‐ies6	  
(K114E,	  Y125A))	  and	  ies6	  (K114E,	  Y125A),	  cin8	  (ies6,	  cin8	  +pRS416-­‐	  Flag-­‐ies6	  (K114E,	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3.2.4 cin8,	  ies6	  (K114E,Y125A)	  mutants	  are	  sensitive	  to	  HU,	  but	  not	  MMS	  or	  
benomyl	  	  Further	  screening	  of	  the	  cin8,	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  cells	  with	  DNA	  damaging	  agents	  known	  to	  inhibit	  Ies6	  functions	  (HU,	  MMS	  and	  benomyl)	  were	  conducted	  for	  further	  characterisation	  of	  the	  cin8,	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant.	  	  	  	   Comparisons	  to	  the	  HU,	  MMS	  and	  benomyl	  plates	  revealed	  that	  cin8/ies6	  
(K114E,	  Y125A)	  cells	  have	  a	  slight	  sensitivity	  to	  HU	  at	  20mM,	  however,	  not	  significantly	  greater	  than	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  single	  allele	  (Figure	  24).	  Sensitivity	  of	  the	  cin8/ies6	  (K114E,	  Y125A)	  cells	  to	  MMS	  at	  0.01%	  and	  benomyl	  at	  10	  µg/ml	  were	  identical	  to	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  alone,	  therefore	  cannot	  be	  attributed	  to	  a	  relationship	  between	  cin8	  and	  ies6	  (K114E,	  Y125A).	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Figure	  24:	  Sensitivity	  of	  cin8,	  ies6(K114E,Y125A)	  cells	  to	  benomyl	  and	  	  HU.	  Genotyped	  spores	  produced	  from	  the	  sporulation	  of	  heterozygous	  diploid	  of	  
cin8/CIN8,	  ies6/IES6	  (JDY1021)	  containing	  IES6	  or	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  expression	  plasmids	  were	  used	  to	  analyse	  the	  drug	  sensitivity	  of	  the	  various	  ies6	  and	  cin8	  genotypes.	  These	  genotypes	  were:	  IES6	  (wildtype),	  ies6,	  cin8	  (ies6,	  cin8	  +pRS416-­‐	  Flag-­‐IES6,	  JDY1021),	  ies6	  (ies6	  +pRS416-­‐	  Flag-­‐IES6),	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  (ies6	  +pRS416-­‐	  Flag-­‐ies6	  (K114E,	  Y125A))	  and	  ies6	  (K114E,	  Y125A),	  cin8	  (ies6,	  cin8	  +pRS416-­‐	  Flag-­‐ies6	  (K114E,	  Y125A)).	  Plates	  were	  incubated	  at	  30°C	  for	  3	  days.	  There	  was	  a	  slight	  sensitivity	  to	  HU	  when	  ies6,	  cin8	  cells	  were	  expressing	  the	  ies6	  (K114E,	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3.2.5 Double	  knockouts	  of	  sas3,	  ies6	  are	  synthetic	  sick.	  	  The	  second	  gene,	  SAS3,	  was	  utilised	  due	  to	  it’s	  published	  interaction	  with	  IES6	  (Lin	  et	  al.,	  2008).	  Double	  knockouts	  for	  analysis	  with	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  were	  obtained	  from	  the	  progeny	  of	  an	  IES6/ies6,	  SAS3/sas3	  heterozygous	  diploid.	  Consistent	  with	  previous	  reports,	  the	  ies6/sas3	  double	  knockouts	  were	  synthetically	  sick	  when	  compared	  to	  the	  corresponding	  wildtype	  and	  each	  single	  mutant	  (Figure	  25	  A).	  	  	   The	  reduced	  growth	  of	  the	  ies6,	  sas3	  double	  knockouts	  compared	  to	  either	  single,	  indicates	  that	  there	  is	  an	  additive	  genetic	  effect	  on	  fitness	  when	  both	  genes	  have	  been	  removed.	  This	  suggests	  that	  the	  SAS3	  and	  IES6	  genes	  may	  be	  contributing	  to	  different	  pathways	  for	  functions	  influencing	  cell	  growth.	  Quantification	  of	  their	  growth	  rate	  demonstrated	  that	  ies6,	  sas3	  cells	  were	  significantly	  impaired,	  and	  achieving	  only	  a	  single	  doubling	  of	  optical	  density	  after	  20	  hours	  of	  incubation	  (Figure	  25	  C).	  However,	  cells	  were	  not	  quantified	  using	  a	  haemocytometer,	  which	  would	  eliminate	  any	  discrepancies	  in	  optical	  density	  resulting	  from	  cell	  size.	  	  	   Considering	  their	  significant	  delay	  in	  progression	  through	  the	  cell	  cycle,	  it	  is	  reasonable	  to	  assume	  that	  a	  compensatory	  pathway,	  usually	  active	  in	  the	  absence	  of	  IES6,	  has	  now	  been	  removed	  through	  the	  deletion	  of	  sas3,	  causing	  an	  additive	  effect	  on	  growth	  impairment.	  To	  investigate	  this	  hypothesis,	  DNA	  damaging	  agents,	  which	  test	  known	  pathways	  of	  Ies6	  function	  (HU,	  MMS	  and	  benomyl),	  were	  used	  to	  screen	  the	  ies6,	  sas3	  double	  knockouts.
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Figure	  25:	  ies6/sas3	  are	  synthetic	  sick	  in	  BY4741.	  
A. Heterozygous	  diploids	  carrying	  both	  the	  wildtype	  and	  a	  deletion	  of	  IES6	  and	  SAS3	  (ies6/IES6,	  sas3/SAS3,	  JDY1015)	  were	  sporulated	  and	  dissected	  onto	  rich	  media	  and	  grown	  at	  30°C	  for	  3-­‐5	  days.	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3.2.6 sas3,	  ies6	  knockouts	  are	  sensitive	  to	  HU	  	  The	  genotyped	  spores	  from	  a	  single	  tetrad,	  the	  progeny	  of	  an	  IES6/ies6,	  SAS3/sas3	  heterozygous	  diploid,	  were	  grown	  to	  mid-­‐log	  and	  plated	  on	  varying	  concentrations	  of	  HU,	  MMS	  and	  benomyl	  within	  ranges	  where	  sensitivity	  had	  previously	  been	  observed	  for	  the	  ies6	  null.	  These	  concentrations	  were	  far	  too	  high	  and	  completely	  lethal	  to	  the	  ies6/sas3	  double	  knockout	  (data	  not	  shown).	  After	  testing	  a	  range	  of	  doses	  for	  each	  damaging	  agent,	  optimal	  concentrations	  for	  observation	  of	  comparative	  sensitivities	  were	  obtained.	  Within	  these	  ranges	  it	  was	  evident	  that	  
ies6,	  sas3	  double	  knockouts	  were	  more	  sensitive	  to	  10	  mM	  HU	  compared	  to	  ies6	  (Figure	  26).	  However,	  benomyl	  and	  MMS	  sensitivity	  was	  similar	  to	  that	  observed	  for	  the	  ies6	  null	  (Figure	  26).	  
	   Due	  to	  the	  additive	  effect	  on	  HU	  sensitivity	  when	  combining	  the	  ies6	  and	  
sas3	  deletion	  mutants,	  it	  is	  possible	  that	  these	  two	  genes	  are	  acting	  in	  separate	  pathways,	  which	  may	  contribute	  to	  replication.	  Insensitivity	  to	  MMS	  and	  benomyl	  suggests	  that	  any	  relationship	  between	  IES6	  and	  SAS3	  is	  not	  required	  for	  MMS	  or	  benomyl	  exposure.
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Figure	  26:	  Sensitivity	  of	  sas3,	  ies6	  to	  HU,	  benomyl	  and	  MMS.	  Spores	  from	  the	  previous	  growth	  curve	  analysis	  (wildtype,	  ies6,	  sas3	  (JDY1016)	  and	  






















	  	   127	  
	  
3.2.7 sas3,	  ies6	  (K114E,Y125A)	  cells	  are	  partially	  growth	  defective	  and	  insensitive	  to	  
DNA	  damaging	  agents.	  	  Analysis	  of	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  had	  indicated	  a	  sensitivity	  to	  100	  mM	  HU.	  Subsequent	  characterisation	  demonstrated	  this	  HU	  sensitivity	  was	  a	  result	  of	  an	  inability	  to	  recover	  from	  replication	  fork	  stalling,	  causing	  cell	  lethality.	  Characterisation	  of	  the	  ies6,	  sas3	  double	  knockout	  demonstrated	  a	  sensitivity	  to	  extremely	  low	  doses	  of	  HU	  (10	  nM).	  Given	  this	  increased	  sensitivity,	  it	  was	  logical	  to	  test	  whether	  the	  expression	  of	  the	  ies6(K114E,	  Y125A)	  was	  able	  to	  rescue	  the	  increased	  sensitivity	  of	  sas3,	  ies6	  double	  knockouts,	  or	  if	  the	  additive	  effect	  of	  the	  
sas3,	  ies6	  knockout	  was	  due	  to	  the	  influence	  of	  residues	  mutated	  within	  the	  ies6	  
(K114E,	  Y125A)	  allele.	  	   Quantification	  demonstrated	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A),	  sas3	  strain	  had	  a	  growth	  rate	  that	  was	  similar	  to	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  alone	  (Figure	  27	  A),	  indicating	  that	  the	  mutation	  of	  K114	  to	  glutamine	  and	  Y125	  to	  alanine	  within	  Ies6	  had	  no	  adverse	  effect	  on	  the	  function	  of	  the	  Sas3	  protein.	  Furthermore,	  the	  ies6	  
(K114E,	  Y125A),	  sas3	  strain	  was	  insensitive	  to	  high	  doses	  of	  HU,	  MMS	  and	  benomyl	  (Figure	  27	  B).	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Figure	  27:	  ies6	  (K114E,Y125A),	  sas3	  cells	  have	  an	  intermediate	  growth	  defect,	  but	  
are	  insensitive	  to	  DNA	  damaging	  agents.	  
A. Cells	  endogenously	  deficient	  for	  ies6	  (JDY854),	  sas3	  (JDY1016)	  or	  sas3,	  ies6	  (JDY1017)	  were	  transformed	  with	  either	  an	  empty	  vector,	  IES6	  or	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  expression	  plasmid.	  These	  cells	  were	  then	  grown	  for	  20	  hours	  at	  30°C	  to	  measure	  growth	  rate	  by	  optical	  density	  at	  260	  nM.	  Error	  bars	  represent	  standard	  deviation	  of	  triplicates.	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3.2.8 Double	  knockouts	  of	  rad50,	  ies6	  are	  synthetic	  sick.	  	  To	  examine	  the	  synthetic	  sickness	  of	  the	  final	  gene,	  RAD50,	  selected	  due	  to	  its	  interaction	  with	  ARP8	  and	  NHP10	  (Morrison	  et	  al.,	  2004),	  progeny	  from	  IES6/ies6,	  
RAD50/rad50	  heterozygous	  diploids	  were	  obtained	  and	  genotyped	  (Figure	  25	  B).	  Similarly	  to	  sas3,	  ies6	  cells	  (Figure	  25	  A),	  spores	  genotyped	  as	  rad50,	  ies6	  double	  knockouts	  formed	  smaller	  colonies	  than	  either	  single	  mutant	  or	  wildtype	  (Figure	  25	  B).	  	  	   Quantifying	  of	  growth	  rate	  revealed	  rad50,	  ies6	  cells	  showed	  a	  significant	  defect,	  as	  observed	  with	  the	  sas3,	  ies6	  cells,	  and	  only	  completed	  a	  single	  doubling	  during	  the	  20	  hour	  incubation	  period	  (Figure	  28	  B).	  Such	  a	  significant	  delay	  is	  consistent	  with	  RAD50	  and	  IES6	  acting	  within	  two	  separate	  pathways	  that	  promote	  cell	  cycle	  progression,	  as	  the	  loss	  of	  either	  gene	  alone	  did	  not	  have	  a	  significant	  effect	  on	  the	  cell	  cycle.	  To	  further	  the	  understanding	  of	  the	  pathways	  relating	  to	  Ies6	  function	  critical	  to	  the	  reduced	  fitness	  of	  the	  rad50,	  ies6	  mutant,	  they	  were	  assayed	  for	  sensitivity	  to	  HU,	  MMS	  and	  benomyl.	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Figure	  28:	  ies6/rad50	  are	  synthetic	  sick	  in	  BY4741.	  
A. Heterozygous	  diploids	  carrying	  both	  the	  wildtype	  and	  a	  deletion	  of	  IES6	  and	  
RAD50	  (ies6/IES6,	  rad50/RAD50,	  JDY1018)	  were	  sporulated	  and	  were	  dissected	  onto	  rich	  media	  and	  grown	  at	  30°C	  for	  3-­‐5	  days.	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3.2.9 rad50,	  ies6	  knockouts	  are	  sensitive	  to	  HU	  and	  MMS.	  	  Similarly	  to	  the	  ies6,	  sas3	  knockouts,	  the	  ies6,	  rad50	  double	  knockouts	  were	  screened	  for	  their	  sensitivity	  to	  HU,	  benomyl	  and	  MMS.	  In	  contrast	  to	  the	  sas3,	  ies6	  double	  knockouts,	  rad50,	  ies6	  cells	  required	  much	  lower	  doses	  of	  HU,	  benomyl	  and	  MMS	  were	  to	  visualise	  the	  sensitivity	  ranges,	  as	  the	  dose	  ranges	  applicable	  to	  ies6	  null	  cells	  were	  lethal	  (data	  not	  shown).	  	   Consistent	  with	  the	  function	  of	  RAD50	  in	  the	  DNA	  damage	  response,	  rad50	  null	  cells	  were	  sensitive	  to	  0.00125%	  MMS	  (Figure	  24),	  far	  lower	  than	  the	  0.01%	  range	  where	  ies6	  null	  cells	  become	  sensitised.	  Subsequently,	  the	  deletion	  of	  both	  
rad50	  and	  ies6	  in	  the	  rad50,	  ies6	  knockout	  resulted	  in	  and	  additive	  sensitivity	  at	  0.00125%	  MMS,	  and	  lethality	  at	  0.025%	  (Figure	  29).	  This	  additive	  effect	  on	  MMS	  sensitivity	  suggests	  that	  the	  RAD50	  and	  IES6	  genes	  could	  be	  acting	  in	  separate	  pathways	  for	  DNA	  damage	  or	  replication,	  as	  MMS	  sensitivity	  can	  be	  measure	  of	  stalled	  replication	  due	  to	  forks	  colliding	  with	  bulky	  methyl	  groups.	  	   Furthermore,	  the	  rad50	  null	  was	  also	  sensitive	  to	  10	  mM	  HU	  comparatively	  to	  the	  ies6	  null,	  where	  sensitivity	  is	  observed	  at	  80	  mM	  HU.	  In	  contrast,	  sensitivity	  was	  observed	  at	  5mM	  HU	  for	  the	  rad50,	  ies6	  double	  knockout.	  The	  additive	  effect	  on	  HU	  would	  suggest	  that	  RAD50	  and	  IES6	  may	  be	  contributing	  to	  separate	  pathways	  for	  replication	  stress	  recovery.	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3.2.10 rad50,	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutants	  have	  no	  additional	  growth	  defects,	  but	  
are	  sensitive	  to	  HU	  and	  MMS.	  	  Following	  the	  observation	  that	  the	  ies6,	  rad50	  double	  knockout	  is	  increasingly	  sensitive	  to	  both	  HU	  and	  MMS,	  the	  functionality	  of	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  within	  this	  interaction	  was	  tested.	  	  	   Analysis	  of	  the	  rad50,	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  growth	  rate	  demonstrated	  a	  growth	  defect	  that	  was	  intermediate	  of	  the	  wildtype	  and	  the	  ies6,	  rad50	  double	  knockout,	  however,	  no	  greater	  than	  the	  single	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  (Figure	  30	  A).	  This	  similarity	  to	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  would	  suggest	  that	  the	  K114	  and	  Y125	  residues	  of	  Ies6	  have	  no	  effect	  on	  the	  RAD50,	  IES6	  genetic	  pathway.	  	  However,	  to	  further	  ascertain	  the	  effect	  of	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  on	  IES6	  function	  with	  RAD50,	  the	  rad50,	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  was	  screened	  for	  its	  sensitivity	  to	  HU,	  benomyl	  and	  MMS.	  	   Subsequently,	  the	  rad50,	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  strain	  was	  screened	  for	  sensitivity	  to	  HU,	  MMS	  and	  benomyl	  to	  examine	  their	  genetic	  interactions	  for	  and	  possible	  contributions	  towards	  the	  pathways	  of	  replication,	  DNA	  damage	  and	  chromosome	  segregation.	  Given	  that	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  is	  HU	  sensitive,	  it	  was	  likely	  that	  its	  expression	  in	  the	  ies6/rad50	  double	  knockout	  may	  increase	  sensitivity	  above	  either	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  or	  rad50	  null.	  Consistent	  with	  the	  results	  previously	  observed	  for	  the	  ies6,	  rad50	  double	  knockout,	  sensitivity	  was	  observed	  at	  10	  mM	  HU	  and	  0.00125%	  MMS	  (Figure	  30	  B).	  	  	   Surprisingly,	  addition	  of	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  allele	  to	  this	  strain	  rescued	  the	  sensitivity	  to	  HU,	  MMS	  and	  benomyl	  (Figure	  30	  B).	  The	  mechanism	  behind	  the	  rescue	  of	  rad50	  sensitivity	  is	  unclear,	  however,	  the	  levels	  of	  growth	  on	  each	  drug	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were	  comparable	  to	  other	  strains.	  Growth	  on	  HU	  was	  comparable	  to	  the	  ies6	  null,	  where	  as	  growth	  on	  MMS	  was	  significantly	  reduced	  compared	  to	  ies6,	  but	  significantly	  better	  than	  rad50,	  and	  growth	  on	  benomyl	  was	  comparable	  to	  the	  ies6	  
(K114E,	  Y125A)	  allele.	  With	  no	  discernable	  pattern	  emerging	  further	  analysis	  is	  required	  to	  quantify	  the	  level	  of	  recue	  observed.	  Overall	  these	  observations	  suggest	  that	  the	  K114	  and	  Y125	  residues	  of	  Ies6	  may	  be	  important	  for	  replication,	  but	  is	  potentially	  in	  a	  separate	  pathway	  to	  rad50.	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Figure	  30:	  ies6(K114E,Y125A),	  rad50	  cells	  have	  a	  partial	  growth	  defect	  and	  are	  
sensitive	  to	  MMS	  and	  HU,	  but	  not	  benomyl.	  
A. Cells	  endogenously	  deficient	  for	  ies6	  (JDY854),	  rad50	  (JDY1019)	  or	  rad50,	  ies6	  (JDY1020)	  were	  transformed	  with	  either	  an	  empty	  vector,	  IES6	  or	  ies6	  (K114E,	  
Y125A)	  expression	  plasmid.	  These	  cells	  were	  then	  grown	  for	  20	  hours	  at	  30°C	  to	  measure	  growth	  rate	  by	  optical	  density	  at	  260	  nM.	  Error	  bars	  represent	  standard	  deviation.	  
B. Transformed	  cells	  used	  to	  assay	  growth,	  ies6	  (JDY854	  rad50	  (JDY1019)	  or	  rad50,	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Table	  7:	  Comparison	  of	  the	  rad50/sas3/cin8	  combinations	  with	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  demonstrate	  there	  is	  a	  separation	  of	  function.	  Only	  when	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  combined	  with	  rad50	  deletion,	  is	  their	  an	  increase	  in	  sensitivity	  to	  HU	  and	  MMS.	  






- WT ++++ ++++ ++++ ++++ 
- ies6 + ++ ++ + 
- ies6(K114E, Y125A) ++ ++++ ++++ ++++ 
 
DNA repair 
rad50 ++++ - + ++++ 
ies6/rad50 + - - + 




cin8 ++++ ++++ ++++ ++++ 
ies6/cin8 - - - - 
ies6(K114E, Y125A)/cin8 ++ ++++ +++ ++++ 
 
Histone mobility 
sas3 ++++ ++++ ++++ ++++ 
ies6/sas3 + ++ + + 
ies6(K114E, Y125A)/sas3 ++ ++++ ++++ ++++ 
Insensitive (++++) 
Slight sensitivity (+++) 
Intermediate sensitivity (++) 
Highly sensitive (+) 
Lethal (-) 
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3.3 The	  contribution	  of	  H2A.Z	  acetylation	  to	  wildtype	  cellular	  ploidy	  in	  ies6	  
null	  cells	  	  Cells	  deficient	  for	  ino80	  or	  ies6	  spontaneously	  undergo	  a	  genome	  duplication	  event,	  with	  associated	  phenotypes	  of	  a	  slow	  cell	  cycle	  progression,	  HU	  sensitivity	  and	  benomyl	  sensitivity	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  This	  genome	  duplication	  event	  is	  coupled	  with	  an	  increase	  of	  H2A.Z	  at	  centromeres,	  which	  is	  detrimental	  to	  centromere	  structure	  and	  function	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  Defects	  in	  the	  centromere	  structure	  are	  thought	  to	  cause	  chromosome	  instability	  and	  segregation	  errors	  in	  the	  ino80	  and	  ies6	  null	  cells,	  leading	  to	  the	  observed	  genome	  duplication	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  Additionally,	  ies6	  null	  cells	  demonstrated	  decreased	  levels	  of	  K14	  acetylation	  by	  western	  blot	  and	  H2A.Z	  overexpression	  exacerbates	  the	  rate	  at	  which	  ies6	  null	  cells	  undergo	  a	  whole	  genome	  duplication	  event	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  	   The	  INO80	  complex	  in	  S.	  cerevisiae	  is	  known	  to	  be	  involved	  in	  H2A.Z	  removal	  (Van	  Attikum	  et	  al.,	  2007;	  Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.,	  2011).	  In	  S.	  
cerevisiae,	  the	  SWR1	  complex	  incorporates	  H2A.Z	  through	  an	  interaction	  with	  the	  YL1	  histone-­‐binding	  domain	  of	  the	  Swc2	  catalytic	  subunit	  (Wu	  et	  al.,	  2005).	  This	  incorporation	  additionally	  requires	  Esa1-­‐dependent	  acetylation	  of	  the	  H2A.Z	  histone’s	  N-­‐terminal	  tail	  (Keogh	  et	  al.,	  2006).	  However,	  such	  a	  requirement	  for	  acetylation	  upon	  H2A.Z	  removal	  by	  the	  INO80	  complex	  has	  not	  yet	  been	  identified.	  	  	   Cells	  deficeint	  for	  both	  ino80	  and	  H2A.Z	  acetylation,	  carrying	  the	  htz1	  (K-­‐R)	  set	  of	  point	  mutations	  (disrupting	  the	  acetylated	  lysines	  in	  the	  N-­‐terminal	  tail)	  miss-­‐incorporate	  H2A.Z	  across	  the	  genome	  and	  are	  HU	  sensitive	  (Papamichos-­‐
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Chronakis	  et	  al.,	  2011).	  However,	  the	  htz1	  (K-­‐R)	  allele	  alone	  was	  not	  observed	  to	  have	  HU	  sensitivity	  (Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.,	  2011).	  Furthermore,	  the	  htz1	  (K-­‐
R)	  has	  been	  linked	  to	  a	  lack	  of	  sister	  chromatid	  cohesion,	  which	  results	  in	  increased	  chromosome	  separation	  (Sharma	  et	  al.,	  2013).	  	   Considering	  the	  data	  that	  suggests	  the	  INO80	  complex,	  namely	  Ino80	  and	  Ies6,	  play	  important	  roles	  in	  the	  removal	  to	  H2A.Z	  (van	  Attikum	  et	  al.	  2007;	  Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.	  2011;	  Chambers	  et	  al.	  2012)	  it	  was	  logical	  to	  examine	  the	  relationship	  between	  H2A.Z	  acetylation	  and	  Ies6	  more	  closely,	  specially	  how	  the	  presence	  of	  H2A.Z	  acetylation	  influences	  the	  genome	  duplication	  event.	  	  
3.3.1 Cells	  expressing	  a	  H2A.Z	  acetylation	  mimic	  do	  not	  increase	  cellular	  ploidy	  
regardless	  of	  ies6.	  	  Deletion	  of	  either	  ies6	  or	  ino80	  causes	  a	  rapid	  increase	  in	  ploidy	  after	  approximately	  30	  generations,	  equal	  to	  3-­‐4	  days	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  Furthermore,	  this	  study	  demonstrated	  H2A.Z	  overexpression	  exacerbates	  the	  ies6	  polyploid	  phenotype	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  To	  better	  understand	  the	  possible	  relationship	  between	  the	  INO80	  complex	  and	  H2A.Z	  acetylation,	  newly	  generated	  
ies6	  and	  htz1	  null	  haploids,	  expressing	  the	  htz1	  (K-­‐Q)	  mutant	  were	  produced.	  The	  
htz1	  (K-­‐Q)	  mutant	  contains	  glutamine	  substitutions	  at	  K3,	  8,10	  and	  14	  (Yu	  et	  al.,	  2013).	  Substitution	  of	  lysine	  with	  glutamine	  mimics	  acetylation	  due	  its	  similar	  structure	  and	  charge,	  which	  can	  replace	  acetylation	  in	  vivo	  (Li	  et	  al.,	  2002).	  Cells	  deficient	  for	  both	  ies6	  and	  htz1,	  but	  expressing	  the	  htz1	  (K-­‐Q)	  plasmid	  were	  
Results	  	  
	  	   139	  
monitored	  by	  FACS	  over	  a	  10	  day	  period,	  enough	  to	  grow	  beyond	  30	  generations,	  which	  is	  the	  approximate	  time	  at	  which	  ies6	  cells	  become	  polyploid.	  	  	   As	  expected,	  ies6	  cells	  behaved	  as	  reported	  and	  quickly	  duplicated	  their	  genome	  (Figure	  31	  B).	  However,	  complete	  removal	  of	  htz1,	  or	  the	  expression	  of	  the	  
htz1	  (K-­‐Q)	  plasmid,	  had	  no	  effect	  on	  the	  wildtype	  level	  of	  ploidy	  (Figure	  31	  A).	  Furthermore,	  the	  ies6,	  htz1	  double	  mutant	  expressing	  the	  htz1	  (K-­‐Q)	  had	  no	  effect	  on	  the	  ploidy	  phenotype	  observed	  in	  ies6	  null	  cells	  (Figure	  31	  B).	  	   The	  lack	  of	  an	  abnormal	  ploidy	  phenotype	  in	  the	  htz1	  (K-­‐Q)	  suggests	  there	  is	  no	  significance	  of	  H2A.Z	  acetylation	  for	  chromosome	  segregation	  pathways	  that	  influence	  the	  maintenance	  of	  correct	  cellular	  ploidy.	  In	  addition,	  the	  observation	  that	  ies6	  cells	  expressing	  the	  acetylation	  mimic	  do	  not	  show	  a	  rate	  of	  ploidy	  different	  from	  the	  ies6	  null,	  would	  suggest	  that	  increasing	  H2A.Z	  acetylation	  does	  not	  contribute	  to	  the	  maintenance	  of	  correct	  cellular	  ploidy	  in	  these	  cells.	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Figure	  31:	  Expression	  of	  the	  htz1	  (K-­‐Q)	  acetylation	  mimic	  has	  no	  effect	  on	  ploidy,	  
regardless	  of	  ies6	  deletion.	  
A. Sporulation	  of	  a	  ies6/IES6,	  htz1/HTZ1	  heterozygous	  diploid	  (JDY968)	  transformed	  with	  either	  the	  pRS416	  empty	  vector,	  pRS416-­‐HTZ1	  or	  pRS416-­‐htz1(K-­‐Q)	  generated	  
htz1,	  htz1	  +HTZ1	  and	  htz1	  +htz1(K-­‐Q)	  cells	  .	  FACS	  analysis	  demonstrated	  that	  deletion	  of	  htz1,	  or	  the	  presence	  of	  the	  htz1(K-­‐Q)	  acetylation	  mimic,	  has	  no	  influence	  on	  cellular	  ploidy.	  	  
B. Sporulation	  of	  a	  ies6/IES6,	  htz1/HTZ1	  heterozygous	  diploid	  (JDY968)	  transformed	  with	  either	  the	  pRS416	  empty	  vector,	  pRS416-­‐HTZ1	  or	  pRS416-­‐htz1(K-­‐Q)	  generated	  
ies6,	  ies6,	  htz1	  +HTZ1	  and	  ies6,	  htz1	  +htz1(K-­‐Q)	  cells	  .	  FACS	  demonstrated	  that	  expression	  of	  the	  htz1(K-­‐Q)	  acetylation	  mimic	  within	  an	  ies6	  null	  has	  no	  influence	  on	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3.3.2 Expression	  of	  unacetylatable	  H2A.Z	  accelerates	  the	  ies6	  dependent	  polyploid	  
phenotype.	  	  Given	  the	  observation	  that	  htz1	  (K-­‐Q)	  had	  no	  effect	  on	  ploidy	  when	  expressed	  alone	  or	  in	  conjunction	  with	  the	  ies6	  deletion.	  Next,	  an	  acetylation	  deficient	  mutant	  was	  analysed	  to	  examine	  its	  influence	  on	  cellular	  ploidy.	  	  	   The	  loss	  of	  acetylation	  observed	  in	  the	  htz1	  (K-­‐R),	  which	  contains	  arginine	  substitutions	  at	  K3,	  8,10	  and	  14	  and	  acts	  as	  an	  acetyl-­‐mutant	  (Yu	  et	  al.,	  2013).	  This	  mutant	  has	  previously	  been	  shown	  to	  increase	  HU	  sensitivity	  in	  an	  ino80	  null	  (Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.,	  2011),	  and	  the	  htz1	  (K-­‐R)	  mutant	  alone	  has	  detrimental	  effects	  on	  cohesin	  and	  chromosome	  stability	  (Sharma	  et	  al.,	  2013).	  Given	  these	  previous	  findings,	  it	  was	  probable	  that	  htz1	  (K-­‐R)	  mutant	  may	  influence	  cellular	  ploidy,	  however,	  it	  had	  no	  effect	  and	  the	  DNA	  content	  remained	  consistent	  with	  wildtype	  haploids	  throughout	  the	  experiment	  (Figure	  32	  A).	  In	  contrast,	  ies6	  null	  cells	  expressing	  the	  htz1	  (K-­‐R)	  acetyl-­‐mutant	  showed	  a	  rapid	  increase	  in	  the	  rate	  at	  which	  they	  became	  polyploid	  compared	  to	  the	  ies6	  null	  (Figure	  32	  B).	  Cells	  in	  this	  population	  were	  already	  displaying	  a	  DNA	  content	  consistent	  with	  a	  diploid	  cell	  after	  1	  day	  in	  culture,	  compared	  to	  3	  days	  for	  the	  ies6	  null	  cells.	  	   The	  acceleration	  of	  the	  aberrant	  ploidy	  increase	  in	  ies6	  null	  cells	  lacking	  H2A.Z	  acetylation	  suggests	  that	  H2A.Z	  acetylation	  status	  is	  important	  for	  the	  roles	  of	  ies6	  and	  ino80	  in	  H2A.Z	  incorporation,	  which	  is	  consistent	  with	  previous	  data	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  However,	  the	  loss	  of	  the	  acetylation	  alone	  having	  no	  effect	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on	  ploidy	  would	  suggest	  that	  H2A.Z	  acetylation	  does	  not	  directly	  influence	  factors	  that	  are	  important	  for	  the	  maintenance	  of	  cellular	  ploidy,	  at	  least	  not	  in	  the	  presence	  of	  an	  intact	  INO80	  complex	  containing	  both	  ies6	  and	  ino80.
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Figure	  32:	  Cells	  expressing	  unacetylateable	  htz1	  (K-­‐R)	  accelerate	  the	  ies6	  
polyploid	  phenotype.	  
A. Sporulation	  of	  a	  ies6/IES6,	  htz1/HTZ1	  heterozygous	  diploid	  (JDY968)	  transformed	  with	  either	  the	  pRS416	  empty	  vector,	  pRS416-­‐HTZ1	  or	  pRS416-­‐htz1(K-­‐R)	  generated	  
htz1,	  htz1	  +HTZ1	  and	  htz1	  +htz1(K-­‐R)	  cells	  .	  FACS	  analysis	  demonstrated	  that	  loss	  of	  acetylation	  alone	  has	  no	  effect	  on	  the	  rate	  at	  which	  ies6	  cells	  become	  polyploid.	  
B. Sporulation	  of	  a	  ies6/IES6,	  htz1/HTZ1	  heterozygous	  diploid	  (JDY968)	  transformed	  with	  either	  the	  pRS416	  empty	  vector,	  pRS416-­‐HTZ1	  or	  pRS416-­‐htz1(K-­‐R)	  generated	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3.3.3 htz1	  (K-­‐R)	  overexpression	  further	  exacerbates	  the	  influence	  of	  H2A.Z	  
acetylation	  loss	  on	  ies6	  ploidy.	  	  In	  addition	  to	  single	  copy	  expression,	  both	  the	  htz1	  (K-­‐Q)	  and	  htz1	  (K-­‐R)	  mutants	  were	  overexpressed	  to	  observe	  any	  further	  negative	  effects	  of	  H2A.Z	  acetylation	  status	  expressed	  above	  wildtype	  levels	  of	  H2A.Z.	  	  	   The	  htz1	  (K-­‐R)	  alone	  did	  not	  change	  cellular	  ploidy	  (Figure	  33	  A),	  however,	  consistent	  with	  one	  previous	  study	  (Chambers	  et	  al.	  2012),	  which	  observed	  that	  H2A.Z	  overexpression	  caused	  exacerbation	  of	  the	  ies6	  null	  ploidy	  phenotype,	  overexpression	  of	  H2A.Z	  in	  the	  ies6	  null	  caused	  an	  exacerbation	  of	  the	  increase	  in	  ploidy	  phenotype	  (Figure	  33	  B).	  Interestingly,	  the	  overexpression	  of	  the	  htz1	  (K-­‐R)	  acetyl-­‐mutant	  exacerbated	  the	  increase	  in	  ploidy	  compared	  to	  both	  the	  ies6	  null	  alone	  and	  the	  ies6	  null	  overexpressing	  H2A.Z	  (Figure	  33	  B).	  These	  observations	  suggest	  that	  overexpression	  of	  H2A.Z	  has	  a	  negative	  effect	  on	  the	  role	  of	  Ies6	  in	  maintaining	  centromere	  structure,	  which	  is	  elevated	  further	  upon	  the	  overexpression	  of	  the	  acetylation	  mutant.	  	  	   The	  dramatic	  exacerbation	  of	  the	  ies6	  increase	  in	  ploidy	  phenotype	  in	  the	  presence	  of	  overexpressed	  and	  unacetylatable	  H2A.Z	  suggests	  the	  acetylation	  of	  H2A.Z	  is	  important	  for	  the	  role	  of	  Ies6	  in	  maintaining	  H2A.Z	  levels	  at	  centromeres,	  which	  contributes	  to	  centromere	  structure.
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Figure	  33:	  Overexpression	  of	  H2A.Z	  or	  the	  unacetylateable	  form	  of	  H2A.Z	  further	  
accelerate	  the	  ies6	  polyploid	  phenotype.	  
A. Sporulation	  of	  a	  ies6/IES6,	  htz1/HTZ1	  heterozygous	  diploid	  (JDY968)	  transformed	  with	  either	  the	  pRS426	  empty	  vector,	  pRS416-­‐HTZ1	  or	  pRS426-­‐htz1(K-­‐R)	  generated	  
htz1,	  htz1	  +HTZ1	  and	  htz1	  +htz1(K-­‐R)	  cells.	  FACS	  analysis	  demonstrated	  that	  overexpression	  of	  unacetylatable	  H2A.Z	  alone	  has	  no	  influence	  on	  wildtype	  ploidy.	  
B. Sporulation	  of	  a	  ies6/IES6,	  htz1/HTZ1	  heterozygous	  diploid	  (JDY968)	  transformed	  with	  either	  the	  pRS416	  empty	  vector,	  pRS416-­‐HTZ1	  or	  pRS416-­‐htz1(K-­‐R)	  generated	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Mutant Expression 
Single copy (pRS416) 
Overexpressed (pRS426) 
 
Rate of polyploidy 
appearance 
 
htz1 + EV Single copy - 
Overexpressed - 
htz1 + HTZ1 Single copy - 
Overexpressed - 
htz1 + htz1 (K-R) Single copy - 
Overexpressed - 
htz1 + htz1 (K-Q) Single copy - 
Overexpressed - 
ies6 + EV Single copy + 
Overexpressed + 
ies6 + IES6 Single copy - 
Overexpressed - 
ies6, htz1 + EV Single copy + 
Overexpressed + 
ies6, htz1 + HTZ1 Single copy + 
Overexpressed ++ 
ies6, htz1 + htz1 (K-R) Single copy + 
Overexpressed +++ 
ies6, htz1 + htz1 (K-Q) Single copy + 
Overexpressed + 
Haploid (-) 
Polyploid after 72 hrs (+) 
Polyploid after 48 hrs (++) 
Polyploid after 24 hrs (+++) 
Table	  8:	  Summary	  of	  results	  from	  Htz1	  acetylation	  experiments.	  The	  combination	  of	  ies6	  with	  htz1	  (K-­‐R)	  overexpression	  caused	  the	  greatest	  acceleration	  to	  a	  polyploid	  population.	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3.3.4 ies6,	  htz1	  (K-­‐R)	  cells	  are	  hypersensitive	  to	  DNA	  damaging	  agents.	  	  A	  previous	  study	  demonstrated	  ino80	  null	  cells	  were	  increasingly	  sensitive	  to	  HU	  in	  the	  presence	  of	  the	  unacetylatable	  form	  of	  H2A.Z,	  htz1	  (K-­‐R)	  (Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.	  2011).	  Given	  that	  ies6	  mimic	  ino80	  for	  all	  basic	  phenotype,	  including	  HU	  sensitivity	  (Chambers	  et	  al.	  2012),	  in	  addition	  to	  the	  dramatic	  exacerbation	  of	  ies6	  increase	  in	  ploidy	  upon	  the	  removal	  of	  H2A.Z	  acetylation,	  the	  
htz1	  mutants	  were	  screened	  for	  drug	  sensitivity	  to	  HU,	  MMS	  and	  benomyl.	  	   The	  ino80	  and	  ies6	  deletions	  both	  exhibit	  sensitivity	  at	  approximately	  15	  mM	  HU	  and	  cell	  death	  at	  20	  mM	  (Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.	  2011;	  Chambers	  et	  al.	  2012),	  however,	  the	  concentrations	  required	  to	  observe	  sensitivities	  in	  the	  ies6	  null	  cells	  expressing	  the	  htz1	  (K-­‐R)	  mutant	  were	  much	  lower,	  despite	  sufficient	  growth	  on	  the	  no	  drug	  plate	  (Figure	  34	  B).	  Sensitivity	  to	  benomyl	  and	  MMS	  was	  also	  significantly	  greater	  than	  either	  the	  ino80	  and	  ies6	  deletions,	  with	  ies6	  null	  cells	  expressing	  the	  htz1	  (K-­‐R)	  mutant	  being	  sensitive	  to	  5	  µg/ml	  benomyl	  and	  0.005%	  MMS	  (Figure	  34	  B).	  	  	  	   Comparatively,	  15	  µg/ml	  benomyl	  and	  0.01%	  MMS	  are	  lethal	  doses	  to	  ino80	  and	  ies6	  null	  cells.	  However,	  as	  expected,	  the	  HU,	  benomyl	  or	  MMS	  sensitivities	  of	  
ies6	  null	  cells	  expressing	  the	  htz1	  (K-­‐Q)	  acetylation	  mimic	  were	  unchanged	  compared	  to	  the	  ies6	  null	  alone.	  The	  increased	  hypersensitivity	  of	  ies6	  null	  cells	  when	  H2A.Z	  cannot	  be	  acetylated	  is	  consistent	  with	  previous	  observations	  that	  unacetylated	  and	  unregulated	  incorporation	  of	  H2A.Z	  increases	  HU	  sensitivity	  (Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.	  2011).	  Equal	  sensitivity	  to	  both	  benomyl	  and	  MMS,	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above	  the	  level	  of	  the	  ies6	  null,	  indicate	  that	  the	  lack	  of	  H2A.Z	  acetylation	  may	  be	  influencing	  both	  replication	  and	  chromosome	  segregation	  functions	  of	  Ies6.	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Figure	  34:	  	  ies6,	  htz1	  (K-­‐R)	  cells	  are	  hypersensitive	  to	  DNA	  damaging	  agents.	  
A. Sequence	  of	  H2A.Z	  from	  S.	  cerevisiae,	  shaded	  for	  conservation	  to	  H.	  sapiens,	  and	  a	  schematic	  of	  H2A.Z	  from	  S.	  cerevisiae	  depicting	  the	  acetylated	  lysine	  residues	  in	  the	  N-­‐terminal	  tail,	  alpha	  helices:	  N,	  1,	  2,	  3,	  and	  C,	  which	  fold	  into	  the	  histone	  fold	  domain	  and	  the	  docking	  domain,	  and	  unbiquitinated	  lysines	  in	  the	  C-­‐terminus.	  
B. Spores	  generate	  from	  the	  previous	  FACS	  analysis,	  expressing	  either	  HTZ1,	  htz1	  (K-­‐R)	  or	  htz1	  
(K-­‐Q)	  in	  the	  single	  copy	  plasmid	  pRS416,	  were	  grown	  to	  mid-­‐log	  and	  plated	  from	  a	  10x	  dilution	  series.	  Plates	  were	  incubated	  at	  30°C	  for	  3	  days.	  	  
A 
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3.3.5 H2A.Z	  K14	  acetylation	  is	  maintained	  throughout	  the	  cell	  cycle.	  	  Levels	  of	  H2A.Z	  acetylation,	  especially	  at	  K14,	  increase	  in	  the	  presence	  of	  benomyl	  (Mehta	  et	  al.,	  2010).	  However,	  it	  is	  unknown	  how	  H2A.Z	  acetylation	  levels	  may	  fluctuate	  throughout	  cell	  cycle.	  Determining	  levels	  of	  H2A.Z	  acetylation	  across	  the	  cell	  cycle	  would	  allow	  us	  to	  understand	  H2A.Z	  function,	  for	  example,	  if	  it	  were	  to	  be	  elevated	  during	  S-­‐phase	  that	  may	  indicate	  it	  is	  required	  during	  replication.	  In	  order	  to	  address	  this	  question,	  chromatin	  was	  purified	  from	  wildtype	  BY4741	  cells	  by	  chromatin	  fractionation.	  	  Chromatin	  fractionation	  enables	  the	  various	  components	  of	  the	  cell	  to	  be	  separated	  and	  analysed	  separately	  for	  DNA	  content,	  such	  as	  the	  cytoplasm	  and	  the	  chromatin.	  In	  order	  to	  investigate	  the	  levels	  of	  H2A.Z	  acetylation	  in	  these	  cellular	  components,	  the	  purified	  DNA	  from	  each	  extract	  was	  compared	  to	  the	  whole	  cell	  extract	  by	  western	  blot	  and	  probed	  for	  the	  presence	  of	  the	  most	  abundant	  acetylation	  mark,	  K14	  (Figure	  35	  A).	  	  	   The	  results	  demonstrated	  that	  H2A.Z	  remains	  bound	  to	  the	  chromatin	  consistently	  throughout	  the	  cell	  cycle,	  with	  no	  change	  between	  the	  signals	  for	  K15	  acetylation	  on	  H2A.Z	  between	  the	  whole	  cell	  lysate,	  supernatant	  and	  chromatin	  in	  asynchronous	  cells,	  or	  cells	  in	  G1,	  S	  or	  G2	  (Figure	  35	  A).	  For	  a	  better	  comparison	  of	  the	  levels	  of	  K14	  acetylation	  across	  each	  stage	  of	  the	  cell	  cycle,	  extracts	  from	  asynchronous	  cells,	  G1,	  S	  or	  G2	  from	  the	  same	  chromatin	  fractionation	  were	  examined	  adjacent	  on	  a	  second	  western	  blot	  (Figure	  35	  B).	  However,	  there	  was	  still	  no	  apparent	  difference	  between	  the	  levels	  of	  H2A.Z	  K14	  acetylation	  at	  different	  stages	  of	  the	  cell	  cycle.	  The	  consistency	  of	  H2A.Z	  K14	  acetylation	  in	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wildtype	  cells	  demonstrates	  that	  H2A.Z	  acetylation	  is	  present	  on	  chromatin	  and	  is	  unaffected	  by	  the	  cell	  cycle	  stage.	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Figure	  35:	  	  H2A.Z	  K14	  acetylation	  remains	  constant	  throughout	  the	  cell	  
cycle	  in	  wildtype	  cells.	  
A. Acetylation	  of	  H2A.Z	  K14	  is	  chromatin	  bound.	  Wildtype	  cells	  (JDY921),	  arrested	  in	  G1,	  were	  released	  and	  samples	  were	  taken	  as	  the	  cells	  progressed	  through	  G1,	  S	  and	  G2.	  The	  whole	  cell	  extract,	  supernatant,	  chromatin	  and	  a	  10x	  concentrated	  chromatin	  sample	  from	  one	  cell	  cycle	  phase	  were	  run	  collectively	  on	  an	  SDS	  page	  gel	  and	  analysed	  by	  western	  blotting.	  Blots	  were	  probed	  for	  H2A.Z	  K14	  acetylation	  (top	  panel)	  and	  H2A	  as	  a	  loading	  control	  (bottom	  panel).	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3.3.6 H2A.Z	  K14	  acetylation	  remains	  chromatin	  bound	  throughout	  the	  cell	  cycle	  in	  
ies6	  null	  cells.	  	  Though	  there	  was	  no	  change	  in	  H2A.Z	  K14	  acetylation	  levels	  throughout	  the	  cell	  cycle	  in	  wildtype	  cells,	  given	  the	  striking	  effect	  of	  unacetylated	  H2A.Z	  on	  ies6	  increase	  in	  ploidy	  phenotype,	  it	  was	  logical	  to	  assume	  that	  levels	  of	  H2A.Z	  acetylation	  may	  be	  reduced	  in	  the	  ies6	  null.	  This	  would	  help	  to	  support	  the	  hypothesis	  that	  Ies6	  may	  be	  contributing	  to	  H2A.Z	  incorporation	  through	  H2A.Z	  acetylation.	  However,	  chromatin	  fractionations	  from	  ies6	  null	  cell	  synchronised	  in	  G1,	  S	  or	  G2	  showed	  no	  difference	  between	  the	  H2A.Z	  K14	  acetylation	  levels	  for	  the	  whole	  cell	  lysate,	  supernatant,	  or	  chromatin	  samples	  (Figure	  36	  A).	  Furthermore,	  the	  levels	  H2A.Z	  K14	  remained	  consistent	  in	  the	  asynchronous,	  G1,	  S,	  and	  G2	  samples	  when	  analysed	  adjacent	  for	  better	  quantification	  (Figure	  36	  B).	  	   The	  lack	  of	  an	  increase	  or	  decrease	  in	  the	  H2A.Z	  acetylation	  levels	  compared	  to	  wildtype	  indicates	  that	  ies6	  deletion	  does	  not	  influence	  H2A.Z	  acetylation	  levels	  at	  K14,	  but	  this	  does	  not	  eliminate	  changes	  in	  acetylation	  at	  the	  other	  three	  residues.	  However,	  as	  K14	  is	  the	  most	  abundantly	  acetylated,	  it	  would	  be	  reasonable	  to	  assume	  that	  any	  overall	  changes	  H2A.Z	  acetylation	  would	  be	  visible	  at	  this	  residue.	  Furthermore,	  it	  would	  suggest	  that	  H2A.Z	  acetylation	  is	  not	  a	  critical	  factor	  in	  determining	  the	  removal	  of	  H2A.Z	  by	  the	  INO80	  complex.
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Figure	  36:	  H2A.Z	  K14	  acetylation	  is	  chromatin	  associated	  in	  ies6	  null	  cells	  
and	  remains	  consistent	  throughout	  the	  cell	  cycle.	  	  
A. Levels	  of	  H2A.Z	  K14	  acetylation	  are	  chromatin	  bound	  in	  ies6	  null	  cells.	  ies6	  null	  cells	  (JDY854),	  arrested	  in	  G1,	  were	  released	  and	  samples	  were	  taken	  as	  the	  cells	  progressed	  through	  G1,	  S	  and	  G2.	  The	  whole	  cell	  extract,	  supernatant,	  chromatin	  and	  a	  10x	  concentrated	  chromatin	  sample	  from	  one	  cell	  cycle	  phase	  were	  run	  collectively	  on	  an	  SDS	  page	  gel	  and	  analysed	  by	  western	  blotting.	  Blots	  were	  probed	  for	  H2A.Z	  K14	  acetylation	  (top	  panel)	  and	  H2A	  as	  a	  loading	  control	  (bottom	  panel).	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 Discussion	  4
4.1 Single	  residue	  mutations	  do	  not	  disrupt	  Ies6	  function	  	  Using	  genetic	  and	  biochemical	  analysis,	  this	  study	  has	  further	  characterised	  previously	  defined	  regions	  within	  the	  Ies6	  protein.	  This	  includes	  the	  further	  investigation	  of	  regions	  proposed	  to	  contact	  the	  INO80	  subunits	  Arp5	  and	  Rvb2	  (Tosi	  et	  al.	  2013),	  and	  the	  putative	  YL1_C	  DNA	  binding	  domain	  (Fenwick,	  2010).	  	  	   Considering	  the	  lack	  of	  structural	  information	  regarding	  Ies6,	  but	  the	  clear	  requirement	  for	  Ies6	  within	  the	  INO80	  complex	  (Chambers	  et	  al.	  2012;	  Tosi	  et	  al.	  2013;	  Watanabe	  et	  al.	  2015),	  it	  was	  hypothesised	  that	  newly	  defined	  regions	  of	  Ies6	  containing	  the	  potential	  sites	  of	  Arp5-­‐Ies6	  and	  Rvb2-­‐Ies6	  binding	  would	  be	  important	  for	  Ies6	  function	  within	  the	  complex.	  In	  addition,	  the	  residues	  within	  the	  YL1_C	  domain	  were	  thought	  to	  be	  required	  for	  Ies6	  DNA	  binding	  function.	  The	  subsequent	  mutation	  of	  conserved	  residues	  within	  these	  sites	  was	  predicted	  to	  result	  in	  Ies6	  dysfunction.	  However,	  all	  the	  mutated	  alleles	  of	  ies6	  created	  during	  this	  study,	  harbouring	  only	  a	  single	  point	  mutation	  on	  one	  conserved	  residue,	  had	  no	  effect	  on	  Ies6	  function.	  	   Despite	  the	  small	  size	  of	  Ies6	  and	  the	  highly	  conserved	  nature	  of	  the	  Ies6	  protein,	  none	  of	  the	  14	  conserved	  residues	  mutated	  in	  this	  study	  affected	  sensitivity	  to	  the	  inhibitory	  drugs:	  HU,	  MMS	  or	  benomyl.	  Given	  the	  importance	  of	  the	  Ies6-­‐Arp5	  module	  for	  the	  functions	  of	  the	  INO80	  complex	  (Watanabe	  et	  al.,	  2015),	  and	  it’s	  in	  vitro	  DNA	  binding	  function	  in	  S.	  cerevisiae	  (Tosi	  et	  al.,	  2013),	  it	  was	  expected	  that	  a	  disruption	  to	  these	  conserved	  residues	  may	  be	  sufficient	  to	  cause	  a	  change	  in	  phenotype.	  Similarly,	  the	  importance	  of	  Rvb1	  and	  Rvb2	  for	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INO80	  chromatin	  remodelling	  (Jónsson	  et	  al.,	  2004),	  and	  the	  YL1_C	  domain	  being	  the	  putative	  DNA	  binding	  region,	  meant	  loss	  of	  Ies6	  function	  was	  expected	  when	  
ies6	  alleles	  harbouring	  a	  point	  mutation	  within	  these	  regions	  were	  screened	  for	  drug	  sensitivity.	  However,	  no	  single	  residue	  change	  within	  the	  putative	  Arp5	  binding	  region,	  Rvb2	  binding	  region	  or	  the	  YL1_C	  domain	  affected	  protein	  expression	  (Figure	  10	  and	  14),	  drug	  sensitivity	  (Figure	  8	  and	  9),	  or	  growth	  (Figure	  11).	  The	  absence	  of	  a	  significant	  change	  from	  the	  wildtype	  could	  indicate	  that	  these	  residues,	  though	  conserved,	  are	  not	  important	  for	  the	  contact	  of	  Ies6	  with	  Arp5,	  Ruvb2,	  or	  DNA	  binding.	  	  	   Further	  mutation	  of	  the	  IES6	  gene	  enabled	  the	  characterisation	  of	  a	  double	  point	  mutant,	  ies6	  (K114E,	  Y125A),	  which	  was	  sufficient	  to	  cause	  a	  quantifiable	  phenotype	  (Figure	  11	  and	  12).	  The	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  contained	  one	  substitution	  at	  K114	  (within	  the	  potential	  Arp5	  and	  Rvb2	  interacting	  region,	  and	  the	  YL1_C	  domain)	  and	  another	  at	  Y125	  (within	  the	  YL1_C	  domain).	  Expression	  of	  this	  allele	  caused	  a	  growth	  defect	  and	  a	  HU	  sensitivity	  that	  was	  intermediate	  of	  the	  
ies6	  null	  and	  wildtype	  (Figure	  9	  and	  11	  B).	  	  However,	  it	  is	  important	  to	  note	  that	  only	  a	  substitution	  for	  glutamine	  at	  K114,	  in	  conjunction	  with	  alanine	  at	  Y125,	  caused	  HU	  sensitivity	  (Figure	  12	  B).	  This	  effect	  may	  be	  attributed	  to	  the	  change	  in	  amino	  acid	  charge,	  or	  a	  group	  of	  amino	  acids,	  that	  may	  be	  influencing	  the	  overall	  protein	  function.	  In	  this	  substitution,	  the	  side	  chains	  of	  amino	  acid	  114	  have	  changed	  from	  positively	  charged	  (lysine)	  to	  negatively	  charged	  (glutamic	  acid).	  This	  lysine	  residue	  sits	  within	  a	  conserved	  pair	  of	  lysines	  (K113	  and	  K114;	  Figure	  7	  A),	  which	  may	  possibly	  function	  as	  a	  positively	  charged	  group.	  This	  alteration	  in	  charge,	  in	  addition	  to	  the	  removal	  of	  the	  available	  OH	  group	  (tyrosine-­‐alanine)	  at	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reside	  125,	  could	  be	  potentially	  be	  contributing	  factors	  to	  the	  disruption	  of	  Ies6	  function.	  	   The	  alteration	  of	  charge,	  and	  the	  loss	  of	  the	  OH	  side	  chain,	  may	  also	  have	  influenced	  the	  fold	  of	  Ies6.	  As	  there	  is	  currently	  no	  structural	  information	  available	  for	  Ies6,	  the	  native	  fold	  of	  the	  Ies6	  protein,	  and	  the	  fold	  of	  the	  YL1_C	  domain,	  is	  unknown.	  It	  could	  be	  that	  K114	  and	  Y125,	  both	  being	  within	  the	  YL1_C	  domain,	  are	  important	  for	  contacts	  with	  specific	  substrates	  created	  during	  replication,	  as	  there	  is	  evidence	  to	  suggest	  Ies6	  has	  a	  preference	  for	  Y-­‐fork	  structures	  over	  dsDNA	  (Fenwick,	  2010).	  However,	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  was	  able	  to	  bind	  dsDNA	  (Figure	  17	  C),	  so	  a	  capacity	  to	  bind	  Y-­‐forks	  would	  be	  unlikely.	  	   Recent	  work	  has	  demonstrated	  that	  the	  loss	  of	  Ies6	  from	  the	  INO80	  complex	  retains	  nucleosome	  binding,	  but	  inactivates	  nucleosome	  sliding	  and	  H2A.Z	  dimer	  exchange	  (Watanabe	  et	  al.,	  2015).	  Potentially,	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  is	  important	  for	  these	  chromatin	  remodelling	  functions	  of	  Ies6	  within	  the	  INO80	  complex.	  Both	  these	  remodelling	  functions	  would	  assist	  in	  the	  progression	  of	  DNA	  replication	  and	  could	  provide	  a	  mechanism	  for	  INO80-­‐mediated	  replication	  stress	  removal	  (Falbo	  et	  al.,	  2009;	  Papamichos-­‐Chronakis	  and	  Peterson,	  2008;	  Shimada	  et	  al.,	  2008).	  However,	  analysis	  of	  nucleosome	  sliding	  and	  H2A.Z	  dimer	  exchange	  in	  an	  INO80	  complex	  containing	  the	  Ies6	  (K114E,	  Y125A)	  protein	  would	  be	  required	  to	  test	  this	  hypothesis.	  	   The	  finding	  that	  residue	  charge,	  as	  well	  as	  the	  accumulation	  of	  mutations	  is	  required	  to	  disrupt	  Ies6	  DNA	  binding,	  corroborates	  previous	  findings	  (Fenwick,	  2010).	  Here,	  a	  quadruple	  mutant,	  with	  mutations	  at	  unconserved	  residues	  chosen	  for	  their	  charge,	  abolished	  in	  vitro	  DNA	  binding	  activity	  (Fenwick,	  2010).	  However,	  in	  this	  instance	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  did	  not	  inhibit	  DNA	  binding	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(Figure	  17	  C).	  This	  suggests	  Ies6	  is	  able	  to	  tolerate	  a	  certain	  number	  of	  mutations	  before	  functions	  become	  compromised,	  potentially	  having	  a	  better	  tolerance	  for	  mutations	  which	  do	  not	  have	  a	  dramatic	  effect	  on	  charge	  (Figure	  7).	  	  	   Furthermore,	  it	  is	  clear	  that	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  protein	  is	  still	  functional	  on	  some	  level,	  as	  sensitivity	  was	  only	  observed	  to	  HU	  and	  not	  bneomly	  or	  MMS	  (Figure	  11	  B).	  In	  addition,	  additive	  effects	  were	  seen	  when	  the	  ies6	  (K114E,	  
Y125A)	  mutant	  was	  expressed	  in	  combination	  with	  rad50	  deletion,	  but	  not	  cin8	  or	  
sas3	  (Table	  7).	  This	  suggests	  that	  these	  mutations	  within	  Ies6	  are	  affecting	  only	  Ies6	  functions	  in	  DNA	  replication	  or	  repair,	  and	  suggests	  a	  potential	  separation	  of	  function	  between	  Ies6	  in	  replication/repair	  and	  chromosome	  segregation.	  However,	  to	  confirm	  a	  separation	  of	  function	  in	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A),	  rad50	  these	  sensitivities	  would	  require	  further	  quantification.	  	  
4.2 The	  YL1_C	  domain	  is	  crucial	  for	  Ies6	  DNA	  binding	  	  Biochemical	  analysis	  of	  the	  ies6	  (K114E,	  Y125A)	  mutant	  demonstrated	  those	  mutations	  were	  insufficient	  to	  abolish	  DNA	  binding	  (Figure	  17	  C).	  However,	  when	  the	  Ies6	  protein	  is	  truncated	  to	  contain	  only	  the	  N-­‐terminus	  or	  C-­‐terminus	  (Figure	  20	  A),	  the	  N-­‐terminus	  alone	  (without	  the	  YL1_C	  domain)	  is	  insufficient	  to	  bind	  DNA	  (Figure	  20	  B).	  Unlike	  previous	  studies,	  which	  have	  speculated	  about	  the	  DNA	  binding	  capacity	  of	  the	  YL1_C	  domain	  (Fenwick,	  2010;	  Tosi	  et	  al.	  2013;	  Chen	  et	  al.	  2013),	  this	  work	  demonstrates	  Ies6	  DNA	  binding	  capacity	  is	  dependent	  on	  the	  C-­‐terminus,	  which	  contains	  the	  YL1_C	  domain	  (Figure	  20	  B).	  Confirmation	  of	  the	  DNA	  binding	  capacity	  of	  the	  YL1_C	  will	  allow	  future	  studies	  to	  further	  disrupt	  the	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C-­‐terminus	  to	  investigate	  the	  minimum	  YL1_C	  sequence	  required	  to	  maintain	  the	  DNA	  binding	  of	  the	  Ies6	  protein.	  	   However,	  there	  is	  still	  much	  to	  be	  understood	  about	  Ies6	  DNA	  binding,	  its	  function	  and	  the	  contribution	  of	  other	  subunits.	  For	  example,	  previous	  research	  demonstrated	  DNA	  binding	  was	  only	  possible	  when	  Ies6	  was	  in	  complex	  with	  Arp5	  (Tosi	  et	  al.	  2013),	  and	  further	  studies	  have	  documented	  the	  importance	  of	  the	  Arp5-­‐Ies6	  module	  for	  maintaining	  the	  stability	  of	  both	  proteins	  within	  the	  complex	  (Watanabe	  et	  al.,	  2015).	  Previous	  work	  would	  suggest	  Arp5	  interacts	  with	  Ies6	  approximately	  between	  S49	  and	  K114	  in	  S.	  cerevisiae	  (Tosi	  et	  al.,	  2013;	  Figure	  5).	  The	  truncation	  Ies6	  (1-­‐76	  aa),	  which	  abolished	  DNA	  binding	  (Figure	  20	  B),	  may	  have	  significantly	  disrupted	  this	  interaction,	  in	  addition	  to	  removing	  the	  YL1_C	  domain	  and	  Rub2	  interacting	  region.	  It	  would	  be	  advantageous	  to	  check	  for	  Arp5	  interaction	  within	  these	  truncated	  proteins	  through	  affinity	  purification	  to	  see	  if	  Ies6	  in	  complex	  with	  Arp5	  has	  a	  stronger	  affinity	  for	  DNA	  than	  full	  length	  Ies6	  or	  the	  truncated	  C-­‐terminus	  alone.	  	  
4.3 H2A.Z	  acetylation	  status	  influences	  the	  Ies6	  ploidy	  increase	  	  Prior	  to	  this	  study	  no	  connections	  had	  been	  established	  between	  any	  accessory	  subunit	  of	  the	  INO80	  complex	  and	  H2A.Z	  acetylation.	  Only	  the	  catalytic	  component,	  Ino80,	  had	  been	  shown	  to	  genetically	  interact	  with	  the	  loss	  of	  acetylation,	  causing	  increased	  HU	  sensitivity	  when	  an	  ino80	  null	  was	  combined	  with	  the	  htz1	  (K-­‐R)	  acetylation	  mutant	  (Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.,	  2011).	  In	  this	  study,	  removal	  of	  H2A.Z	  acetylation	  clearly	  demonstrated	  there	  was	  an	  underlying	  dependence	  on	  
Discussion	  	  
	  	   160	  
H2A.Z	  acetylation	  to	  delay	  the	  occurrence	  of	  polyploid	  cells	  in	  an	  ies6	  null	  (Figure	  28	  B).	  The	  exacerbation	  of	  the	  appearance	  of	  polyploid	  cells	  was	  then	  elevated	  further	  with	  the	  overexpression	  of	  the	  unacetylatable	  form	  of	  H2A.Z	  (Figure	  28	  B).	  This	  demonstrates	  the	  presence	  of	  a	  significant	  relationship	  between	  Ies6	  and	  H2A.Z	  acetylation.	  	  	   One	  explanation	  for	  this	  effect	  could	  be	  that	  H2A.Z	  acetylation	  status	  exacerbates	  ies6	  chromosome	  segregation	  defects	  due	  to	  the	  increased	  levels	  of	  H2A.Z	  at	  the	  centromere.	  A	  previous	  study	  has	  demonstrated	  that	  the	  loss	  of	  ies6	  or	  ino80	  causes	  increased	  H2A.Z	  at	  S.	  cerevisiae	  centromeres,	  which	  causes	  altered	  chromatin	  structure	  and	  susceptibility	  to	  MNase	  digestion	  (Chambers	  et	  al.	  2012).	  This	  hypothesis	  could	  be	  examined	  by	  quantifying	  H2A.Z	  acetylation	  levels	  at	  the	  centromere	  in	  wildtype	  and	  ies6	  null	  cells	  using	  an	  antibody	  specific	  to	  K14	  acetylation.	  This	  would	  determine	  the	  importance	  of	  H2A.Z	  acetylation	  for	  the	  role	  of	  Ies6	  in	  the	  removal	  of	  H2A.Z.	  In	  addition,	  indirect	  end	  labelling	  and	  southern	  blotting	  (Chambers	  et	  al.	  2012)	  could	  be	  used	  to	  measure	  the	  susceptibility	  of	  ies6,	  
htz1	  (K-­‐R)	  chromatin	  to	  MNase	  digestion.	  This	  would	  establish	  whether	  removal	  of	  H2A.Z	  acetylation	  is	  specifically	  influencing	  centromere	  defects	  in	  the	  ies6	  null.	  	   Another	  explaination	  for	  the	  excelerated	  poidy	  pheontype	  in	  ies6,	  htz1	  (K-­‐R)	  	  mutants	  comes	  form	  the	  role	  of	  H2A.Z	  actylation	  in	  sister	  chromatid	  cohesion,	  which	  has	  been	  demonstrated	  in	  both	  S.	  ceravisiae	  (Sharma	  et	  al.,	  2013)	  and	  S.	  
pombe	  (Kim	  et	  al.,	  2009).	  This	  raises	  the	  possibility	  that	  the	  exacerbation	  of	  ies6	  ploidy	  is	  due	  to	  an	  additive	  effect	  on	  factors	  influencing	  chromosome	  segregation.	  Potentially,	  the	  loss	  of	  ies6	  is	  causing	  an	  increased	  level	  of	  H2A.Z	  at	  the	  centromere,	  thus	  chromosome	  segregation	  defects,	  while	  removal	  of	  H2A.Z	  acetylation	  is	  causing	  sister	  chromatid	  cohesion	  defects,	  and	  together	  these	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manifest	  as	  an	  accelerated	  progression	  to	  a	  higher	  ploidy	  status.	  This	  hypothesis	  could	  be	  examined	  by	  measuring	  the	  levels	  of	  sister	  chromatid	  separation	  in	  ies6,	  
htz1	  (K-­‐R)	  and	  ies6,	  htz1	  (K-­‐Q)	  mutants	  by	  inserting	  a	  GFP	  marker	  at	  the	  URA3	  locus	  (Sharma	  et	  al.,	  2013).	  However,	  the	  assay	  would	  have	  to	  be	  conducted	  on	  newly	  derived	  ies6,	  htz1	  (K-­‐R)	  and	  ies6,	  htz1	  (K-­‐Q)	  spores	  due	  to	  the	  occurrence	  of	  polyploidy.	  This	  analysis	  would	  allow	  comparisons	  between	  the	  htz1	  (K-­‐R)	  mutant	  alone	  and	  a	  newly	  derived	  ies6	  null,	  to	  establish	  whether	  ies6	  chromosome	  segregation	  defects	  are	  having	  an	  additive	  effect	  those	  already	  observed	  upon	  the	  loss	  of	  H2A.Z	  acetylation.	  This	  hypothesis	  could	  be	  complicated	  by	  a	  previous	  study,	  which	  has	  suggested	  the	  INO80	  complex	  influences	  sister	  chromatid	  separation	  defects	  after	  the	  deletion	  of	  ARP8	  (Ogiwara	  et	  al.,	  2007).	  	  	   However,	  this	  does	  not	  rule	  out	  that	  the	  exacerbation	  of	  the	  ies6	  ploidy	  is	  a	  result	  of	  cohesion	  defects	  caused	  by	  the	  loss	  of	  H2A.Z	  acetylation.	  The	  removal	  of	  H2A.Z	  acetylation	  alone	  did	  not	  cause	  ploidy	  defects	  (Figure	  32	  A),	  when	  defects	  in	  sister	  chromatid	  separation	  are	  known	  to	  manifest	  in	  these	  cells	  (Sharma	  et	  al.,	  2013).	  Though,	  this	  defect	  in	  sister	  chromatid	  cohesion	  may	  not	  be	  sufficient	  to	  manifest	  as	  polyploidy,	  when	  combined	  with	  genes	  susceptible	  to	  ploidy	  changes,	  like	  ies6	  deletion,	  this	  additional	  defect	  amounts	  to	  an	  acceleration	  of	  the	  polyploid	  phenotype.	  	   Given	  what	  was	  previously	  demonstrated	  about	  Ino80	  and	  H2A.Z	  acetylation	  mutant	  (Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.,	  2011),	  and	  the	  Ies6	  and	  Ino80	  influence	  on	  H2A.Z	  incorporation	  at	  centromeres	  (Chambers	  et	  al.	  2012)	  the	  dependence	  of	  Ies6	  or	  Ino80	  on	  acetylation	  for	  the	  removal	  of	  H2A.Z	  was	  tested.	  As	  acetylation	  of	  H2A.Z	  is	  required	  for	  SWR1-­‐dependent	  incorporation	  of	  H2A.Z	  (Watanabe	  et	  al.,	  2013),	  though,	  it	  is	  unknown	  how	  H2A.Z	  acetylation	  effects	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INO80-­‐dependent	  removal	  of	  H2A.Z	  in	  S.	  cerevisiae	  (Papamichos-­‐Chronakis	  et	  al.,	  2011).	  By	  observing	  H2A.Z	  actylation	  levels	  throughout	  the	  cell	  cycle	  in	  both	  wildtype	  and	  ies6	  null	  cells,	  it	  was	  demonstrated	  that	  ies6	  deletion	  did	  not	  influence	  the	  levels	  of	  H2A.Z	  actylation	  (Figure	  34	  A	  and	  B).	  Furthermore,	  H2A.Z	  acetylation	  in	  ies6	  null	  cells	  was	  concistent	  with	  wildtype	  levels	  throughout	  the	  cell	  cycle	  (Figure	  35	  A	  and	  B).	  Confirmation	  that	  H2A.Z	  actylation	  levels	  were	  did	  not	  fluctuate	  in	  an	  Ies6-­‐dependent	  mannor	  suggests	  that	  Ies6	  is	  not	  directly	  involved	  in	  the	  removal	  of	  H2A.Z.	  However,	  this	  interpretation	  would	  conflict	  with	  recent	  eveidence,	  which	  suggests	  in	  vitro	  H2A.Z	  dimer	  exchange	  is	  reduced	  upon	  the	  reomaval	  of	  Ies6	  from	  the	  INO80	  complex	  (Watanabe	  et	  al.,	  2015).	  Further	  examination	  of	  Ies6	  histone	  binding	  would	  be	  required	  to	  establish	  binding	  to	  either	  H2A	  or	  H2A.Z	  and	  determine	  the	  function	  of	  Ies6	  in	  INO80-­‐dependent	  H2A.Z	  removal.	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 Structural	  mechanisms	  of	  phosphorylation-­‐dependent	  recruitment	  of	  5
Tel2	  to	  Hsp90	  by	  Pih1	  	  
5.1 Introduction	  	  Rvb1	  and	  Rvb2	  are	  components	  of	  the	  INO80	  chromatin	  remodelling	  complex,	  and	  essential	  ATP-­‐dependent	  DNA	  helicases	  in	  S.	  cerevisiae	  (Gribun	  et	  al.,	  2008;	  Jónsson	  et	  al.,	  2001).	  They	  are	  found	  within	  many	  multi-­‐protein	  complexes,	  including	  SWR1	  and	  the	  R2TP	  complex	  (Krogan	  et	  al.,	  2003;	  Zhao	  et	  al.,	  2005).	  During	  the	  course	  of	  this	  project	  these	  proteins	  were	  investigated	  within	  the	  R2TP	  complex.	  	   In	  Homo	  sapiens	  the	  R2TP	  complex	  is	  implicated	  in	  the	  assembly	  and	  stability	  of	  vast	  numbers	  of	  proteins	  and	  multi-­‐protein	  complexes,	  including	  the	  proposed	  assembly	  of	  Rvb1	  and	  Rvb2	  into	  the	  INO80	  complex	  (Zhao	  et	  al.	  2005).	  As	  purifications	  of	  INO80	  complex	  components	  from	  pih1	  or	  tah1	  deletion	  strains	  containing	  TAP-­‐tagged	  Ies2	  showed	  an	  elevated	  level	  of	  both	  Rvb1	  and	  Rvb2	  (Zhao	  et	  al.	  2005).	  Additional	  complexes	  influenced	  by	  R2TP	  and	  Hsp90	  function	  are:	  RNA	  polymerase	  2,	  small	  nucleolar	  ribonucleoproteins	  (snoRNPs)	  (Kakihara	  and	  Houry,	  2012),	  and	  phosphatidylinositol-­‐3-­‐kinase-­‐like	  kinases	  (PIKKs),	  including	  mTOR	  and	  SMG1	  (Horejsí	  et	  al.,	  2010;	  Takai	  et	  al.,	  2010).	  In	  both	  Homo	  sapiens	  and	  
S.	  cerevisiae,	  the	  R2TP	  complex	  consists	  of	  Rvb1,	  Rvb2,	  Tah1	  and	  Pih1	  (Zhao	  et	  al.	  2005)	  (Figure	  37	  A).	  	   Pih1	  is	  a	  small	  scaffold	  protein	  of	  the	  R2TP	  complex,	  it	  links	  the	  Rvb1	  and	  Rvb2	  subunits,	  and	  the	  TTT	  (Tel2-­‐Tti1-­‐Tti2)	  complex,	  which	  are	  all	  implicated	  in	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the	  activation	  of	  PIKKs	  (Kakihara	  and	  Houry,	  2012)	  in	  conjunction	  with	  the	  Hsp90	  molecular	  chaperone.	  The	  involvement	  of	  all	  these	  subunits	  depends	  on	  an	  interaction	  between	  the	  C-­‐terminus	  of	  Pih1	  and	  Tah1	  in	  S.	  cerevisiae	  (Jiménez	  et	  al.,	  2012)	  (Figure	  37	  A).	  Pih1	  binds	  to	  Rvb1	  and	  Rvb2	  constitutively	  (Paci	  et	  al.,	  2012)	  but	  the	  exact	  binding	  sites	  remain	  unknown.	  However,	  its	  interaction	  with	  the	  TTT	  complex	  is	  know	  to	  be	  governed	  by	  the	  casein	  kinase	  2	  (CK2)	  dependent	  phosphorlaytion	  of	  Tel2	  and	  the	  N-­‐terminus	  of	  Pih1	  (Horejsí	  et	  al.,	  2010).	  	   The	  function	  of	  R2TP	  complex	  is	  related	  to	  its	  interaction	  with	  the	  Hsp90	  molecular	  chaperone.	  Hsp90	  specifically	  binds	  to	  substrate	  proteins	  with	  a	  near-­‐native	  fold	  towards	  the	  end	  of	  their	  maturation	  process.	  Its	  substrates	  include	  many	  signalling	  kinases	  and	  hormone	  receptors	  in	  eukaryotes	  (Pearl	  and	  Prodromou,	  2000).	  In	  S.	  cerevisiae,	  the	  R2TP	  is	  recruited	  to	  Hsp90	  through	  the	  simultaneous	  binding	  of	  its	  TRP	  domain	  to	  the	  MEEVD	  domain	  of	  Hsp90	  and	  the	  N-­‐terminus	  of	  Pih1	  (Eckert	  et	  al.,	  2010;	  Jiménez	  et	  al.,	  2012).	  	   Though	  new	  biological	  functions	  are	  being	  discovered	  for	  the	  R2TP	  complex,	  very	  little	  is	  understood	  about	  the	  mechanisms	  behind	  these	  processes	  (Kakihara	  and	  Houry,	  2012).	  Deletion	  of	  pih1	  in	  S.	  cerevisiae	  causes	  a	  temperature	  sensitivity	  and	  a	  slow	  growth	  (Zhao	  et	  al.	  2005),	  which	  has	  been	  attributed	  to	  the	  loss	  of	  the	  N-­‐terminus,	  as	  truncation	  mutants,	  missing	  the	  pih1(Δ1-­‐230)	  or	  pih1(Δ1-­‐230),	  share	  both	  these	  phonotypes	  (Paci	  et	  al.,	  2012).	  Interestingly,	  the	  C-­‐terminus	  of	  Pih1,	  responsible	  for	  Tah1	  and	  Hsp90	  binding,	  is	  dispensable	  for	  these	  phenotypes	  (Paci	  et	  al.,	  2012).	  This	  would	  suggest	  interactions	  within	  the	  N-­‐terminus,	  potentially	  Rvb1	  and	  Rvb2	  binding	  sites,	  are	  significant	  for	  Pih1	  function.	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   Given	  the	  importance	  of	  Pih1	  as	  a	  scaffold	  for	  the	  R2TP	  complex,	  characterisation	  of	  this	  protein	  is	  vital	  to	  understand	  the	  mechanisms	  of	  R2TP	  function.	  This	  work	  structurally	  examines	  Pih1	  and	  reveals	  how	  the	  R2TP	  complex	  connects	  with	  Hsp90,	  the	  TTT	  complex	  and	  contributes	  to	  PIKK	  activation.
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5.2 Results	  
5.2.1 Biochemical	  analysis	  of	  the	  Pih1-­‐Tel2	  interaction	  	  Experiments	  investigating	  the	  mechanistic	  relationship	  between	  Tel2	  and	  the	  R2TP	  in	  mice	  showed	  a	  strong	  interaction	  being	  between	  purified	  mouse	  Pih1	  (PIHD1)	  and	  a	  phosphorylated	  Tel2	  peptide	  (Horejsí	  et	  al.,	  2010).	  Isothermal	  titration	  calorimetry	  (ITC)	  experiments	  were	  performed	  by	  our	  collaborators	  (Pal	  et	  al.,	  2014)	  this	  technique	  is	  used	  to	  establish	  the	  the	  stoichiomety	  of	  bindinging	  between	  two	  peptides	  or	  purified	  proteins.	  The	  results	  of	  ITC	  demonstrated	  significant	  affinity	  of	  a	  Tel2	  phospho-­‐peptide	  for	  N-­‐terminal	  peptides	  of	  Pih1	  from	  
Mus	  musculus,	  mPih1(47-­‐179aa),	  and	  S.	  cerevisiae	  yPih1(29-­‐184aa)	  (Figure	  37	  C)	  (Pal	  et	  al.,	  2014).	  This	  affinity	  for	  the	  Tel2	  peptide	  was	  only	  observed	  in	  the	  presence	  of	  CK2	  phosphorylation	  (Pal	  et	  al.,	  2014).	  	  	   Following	  confirmation	  of	  an	  interaction	  between	  the	  N-­‐terminus	  of	  mouse	  Pih1	  and	  phosphorylated	  Tel2	  peptide,	  our	  collaborators	  determined	  the	  structure	  of	  the	  mPih1(47-­‐179aa)	  N-­‐terminus	  in	  complex	  with	  the	  CK2	  phosphorylated	  Tel2	  peptide	  (Figure	  37	  B).	  The	  co-­‐crystal	  clearly	  showed	  the	  phosphorylated	  serine	  (pS492)	  within	  an	  acid	  patch	  clearly	  visible	  in	  the	  apo-­‐structure	  of	  the	  mPih1(47-­‐179aa)	  bound	  to	  the	  Tel2	  phosphopeptide	  (Figure	  37	  B).	  The	  interaction	  between	  Pih1	  and	  Tel2	  was	  clearly	  supported	  by	  hydrogen	  bonding	  between	  the	  side	  chains	  of	  K57,	  K64,	  and	  K113	  within	  Pih1	  and	  the	  phopho	  and	  carboxyl	  groups	  of	  pS492,	  A491,	  and	  A493	  of	  Tel2	  (Figure	  37	  B).	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Figure	  37:	  Pih1	  is	  a	  component	  of	  the	  R2TP	  complex,	  and	  Mouse	  Pih1(47-­‐176)	  
binds	  to	  a	  Tel2	  phospopeptide.	  
A. Schematic	  of	  the	  R2TP	  composed	  of	  Ruvb1/Ruvb2,	  Tah1	  and	  Pih1.	  The	  complex	  interacts	  with	  protein	  chaperone,	  Hsp90,	  via	  the	  c-­‐terminus	  of	  Tah1	  
B. Model	  of	  the	  co-­‐crystal	  structure	  of	  mPih1(47-­‐176)	  bound	  to	  a	  phosphorylated	  Tel2	  peptide	  (Pal	  et	  al.,	  2014).	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5.2.2 Specific	  lysine	  residues	  are	  critical	  to	  the	  Pih1-­‐Tel2	  interaction	  	  Lysine	  residues	  K57,	  K64,	  and	  K113	  of	  mPih1(47-­‐179aa)	  were	  seen	  to	  mediate	  the	  interaction	  between	  the	  Tel2	  phosphopeptide	  containing	  phosphorylation	  on	  S492	  by	  co-­‐crystal	  (Figure	  38	  B).	  	  All	  three	  residues	  are	  highly	  conserved	  from	  H.	  sapiens	  to	  S.	  cerevisiae	  (Figure	  38	  A).	  	  	  
	   Using	  ITC,	  the	  affinities	  of	  mutant	  forms	  of	  the	  Pih1	  N-­‐terminus	  were	  measured	  by	  our	  collaborators.	  When	  either	  K57	  or	  K64	  were	  mutated	  to	  glutamic	  acid	  affinity	  for	  the	  Tel2	  S492	  phosphopeptide	  was	  completely	  abolished	  (Figure	  38	  C).	  As	  a	  control,	  residue	  K153,	  on	  the	  opposite	  side	  of	  the	  Pih1	  fragment	  was	  mutated	  to	  glutamic	  acid.	  As	  expected	  this	  had	  an	  affinity	  comparable	  to	  wildtype	  Pih1	  as	  it	  did	  not	  impair	  the	  Pih1-­‐Tel2	  interaction	  (Figure	  38	  C).	  Given	  the	  conservation	  and	  importance	  of	  these	  Pih1	  lysines	  for	  mediating	  the	  Pih1-­‐Tel2	  interaction,	  I	  investigated	  their	  functions	  in	  S.	  cerevisiae.	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Figure	  38:	  The	  lysine	  residues	  identified	  in	  mouse	  Pih1	  are	  highly	  conserved.	  
A. Alignment	  of	  S.	  cerevisiae	  Pih1	  with	  Homo	  sapiens	  and	  Mus	  musculus	  shows	  the	  highly	  conserved	  nature	  of	  the	  residues	  known	  to	  be	  interacting	  with	  phosphorylated	  Tel2.	  
B. Residues	  K57	  and	  K64	  in	  mPih1	  and	  the	  phosphorylated	  Ser	  492	  of	  Tel2	  mediate	  interactions	  between	  mPih1	  and	  the	  Tel2	  phosphopeptide	  (Pal	  et	  al.,	  2014).	  	  
C. ITC	  demonstrates,	  mutations	  residues	  K57	  (left)	  or	  K64	  (center)	  within	  Pih1	  abolishes	  Tel2-­‐phosphopeptide	  binding.	  The	  charge	  reversal	  of	  a	  conserved	  residue	  K153,	  not	  implicated	  in	  Tel2	  binding,	  does	  not	  have	  affinity	  for	  the	  Tel2	  phosphopeptide	  (right)	  (Pal	  et	  al.,	  2014).	  	  
A 
B 
Homo Sapiens    1 MANPKLLGMGLSEAEAIGADSARFEELLLQASKELQQAQTTRPESTQIQPQPGFCIKTNSSEGKVFINICHSPSIPPP-ADVTEEELLQMLEEDQ 
Mus Musculus    1 MADSTFLAPELSDTESMGEETVRFQELLLKASKELQQAQTARPDSTQIQPKPGFCVKTNSSEGKVFINICHSPSIPPP-ADVTEDELLQMLEEDQ 
S.cerevisiae    1 --MADFLLRPIKQRHRNEDKYVSVDAADGSVSKIEPIADFVIKTKLLSANGP----EKLQDGRKVFINVCHSPLVPKPEVDFNARIVFPLIIQN- 
 
Homo Sapiens   95 AGFRIPMSLGEPHAELDAKGQGCTAYDVAVNSDFYRRMQNSDFLRELVITIAREGLEDKYNLQLN----------PEWRMMKNRPFMGSISQQNI 
Mus Musculus   95 AGFRIPMSLGEPHAELDAKGQGCTAYDVAVNSNFYLRMQNSDFLRELVVTIAREGLEDKYGLQLN----------PEWRMLKYRSFLGSISQQNI 
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5.2.3 The	  Pih1-­‐Tel2	  interaction	  is	  significant	  for	  Pih1	  function	  in	  vivo.	  	  Two	  of	  the	  residues	  that	  were	  found	  to	  be	  important	  for	  maintaining	  the	  Pih1-­‐Tel2	  interaction	  were	  selected	  for	  mutagenesis.	  These	  residues	  were	  K58	  and	  K160	  in	  S.	  
cerevisiae,	  equivalent	  to	  K64	  and	  K166	  in	  Mus	  musculus.	  The	  residues	  were	  selected	  because	  of	  their	  importance	  for	  the	  Pih1-­‐Tel2	  interaction	  based	  on	  the	  previous	  structural	  and	  ITC	  data	  (Figure	  38	  B	  and	  Figure	  39	  C).	  Of	  the	  two	  residues	  selected,	  K58	  had	  been	  implicated	  in	  direct	  interaction	  with	  the	  phosphorylated	  S492,	  and	  K160	  with	  a	  side	  chain	  of	  the	  Tel2	  phosphopeptide	  (Figure	  39	  B).	  	   Previous	  studies	  in	  S.	  cerevisiae	  had	  shown	  that	  pih1	  deletion	  strains	  are	  sensitive	  high	  temperatures,	  and	  in	  addition	  have	  a	  slow	  growth	  phenotype	  (Zhao	  et	  al.	  2005).	  This	  defect	  was	  shown	  to	  be	  dependent	  on	  the	  loss	  of	  the	  N-­‐terminus,	  with	  the	  C-­‐terminus	  of	  the	  protein	  being	  dispensable	  for	  temperature	  sensitivity	  and	  growth	  (Paci	  et	  al.,	  2012).	  The	  pih1	  deletion	  strain	  was	  used	  to	  compare	  our	  Tel2	  mutants,	  pih1	  (K58E)	  and	  pih1	  (K106E).	  	   	  	   Interestingly,	  there	  was	  no	  phenotype	  in	  the	  pih1	  (K58E)	  or	  pih1	  (K106E)	  mutants,	  which	  were	  comparable	  to	  wildtype	  for	  growth	  (Figure	  39	  A)	  and	  temperature	  sensitivity	  (Figure	  39	  B).	  Knowing	  the	  sensitivity	  of	  the	  pih1	  deletion	  is	  related	  to	  the	  function	  of	  the	  N-­‐terminus,	  the	  C-­‐terminus	  of	  the	  protein	  was	  removed	  to	  mimic	  the	  mPih1(47-­‐179aa)	  fragment	  used	  in	  the	  ITC	  and	  subsequent	  protein	  crystallography.
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Figure	  39:	  Abolition	  of	  the	  Pih1-­‐Tel2	  interaction	  with	  pih1	  (K58E)	  
and	  pih1	  (K106E)	  does	  not	  effect	  growth	  defect	  and	  temperature	  
sensitivity.	  
A. The	  optical	  density	  (260	  nM)	  of	  pih1	  (JDY1029)	  cells	  transformed	  with	  either	  a	  pRS415	  empty	  vector,	  PIH1,	  pih1	  (K58E)	  or	  pih1	  (K106E)	  expressing	  plasmid	  was	  measured	  periodically	  over	  10	  hours	  at	  30°C.	  Error	  bars	  represent	  standard	  deviation	  of	  triplicates.	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   Based	  on	  previous	  studies	  (Paci	  et	  al.,	  2012),	  a	  truncation	  was	  produced	  through	  the	  introduction	  of	  a	  stop	  codon	  at	  position	  E167	  to	  create	  pih1	  (1-­‐167aa).	  This	  results	  in	  the	  expression	  of	  a	  truncated	  form	  of	  the	  Pih1	  protein	  containing	  only	  the	  N-­‐terminus.	  Subsequent	  expression	  of	  pih1	  (1-­‐167aa)	  within	  the	  pih1	  deletion	  strain	  was	  comparable	  to	  wildtype	  for	  growth	  and	  temperature	  sensitivity	  (Figure	  40	  A	  and	  C).	  	   This	  is	  consistent	  with	  previous	  observations,	  that	  the	  Tah1-­‐Hsp90	  interaction	  is	  dispensable,	  so	  we	  next	  wanted	  to	  examine	  the	  effect	  of	  mutations	  that	  disrupt	  the	  Pih1-­‐Tel2	  interaction.	  Using	  site-­‐directed	  mutagenesis,	  K58E	  or	  K106E	  mutations	  were	  introduced	  and	  the	  resulting	  plasmids	  were	  transformed	  into	  the	  pih1	  deletion	  strain.	  Interestingly,	  both	  growth	  and	  temperature	  sensitivity	  were	  defective	  in	  both	  the	  pih1	  (K58E)(1-­‐167aa)	  and	  the	  pih1	  
(K160E)(1-­‐167aa)	  (Figure	  35	  A	  and	  C).	  In	  both	  strains	  growth	  and	  temperature	  sensitivity	  was	  comparable	  to	  the	  complete	  pih1	  null.	  (Figure	  40	  A	  and	  C).	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Figure	  40:	  Truncated	  pih1(K58E)(1-­‐167aa)	  and	  pih1(K106E)	  (1-­‐167aa)	  cause	  growth	  
defects	  and	  temperature	  sensitivity	  comparable	  to	  a	  pih1	  null.	  
A. The	  optical	  density	  (260	  nM)	  of	  pih1	  null	  cells	  (JDY1029)	  transformed	  with	  either	  a	  pRS415	  empty	  vector,	  PIH1,	  pih1(K58E),	  pih1(K106E),	  pih1	  (1-­‐167	  aa),	  
pih1	  (1-­‐167aa,	  K58E),	  pih1(1-­‐167aa,	  K106E),	  expressing	  plasmid	  was	  measured	  periodically	  over	  10	  hours	  at	  30°C.	  Error	  bars	  represent	  standard	  deviation.	  
B. Schematic	  of	  the	  R2TP	  composed	  of	  Ruvb1/Ruvb2,	  Tah1	  and	  Pih1.	  The	  complex	  interacts	  with	  protein	  chaperone,	  Hsp90,	  via	  the	  c-­‐terminus	  of	  Tah1	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5.3 Discussion	  	  The	  R2TP	  complex,	  through	  interactions	  with	  Hsp90,	  is	  important	  for	  RNA	  polymerase	  2,	  small	  nucleolar	  ribonucleoproteins	  (snoRNPs)	  synthesis	  (Kakihara	  and	  Houry,	  2012),	  and	  for	  the	  maturation	  of	  phosphatidylinositol-­‐3-­‐kinase-­‐like	  kinases	  (PIKKs),	  including	  mTOR	  and	  SMG1	  (Horejsí	  et	  al.,	  2010;	  Takai	  et	  al.,	  2010).	  The	  scaffold	  protein	  Pih1	  mediates	  the	  interaction	  of	  the	  R2TP	  complex	  with	  PIKKs.	  The	  CS	  C-­‐terminal	  domain	  of	  Pih1	  interacts	  with	  the	  TRP	  domain	  of	  Tah1,	  recruiting	  Hsp90	  through	  its	  MEEVD	  domain.	  However,	  links	  between	  the	  R2TP	  complex	  and	  Tel2	  were	  unknown.	  	  	   This	  study	  has	  clearly	  demonstrated	  a	  previously	  unknown	  interaction	  between	  the	  N-­‐terminus	  of	  the	  Pih1	  scaffold	  and	  the	  Tel2	  protein	  of	  the	  TTT	  complex.	  An	  interaction	  that	  is	  dependent	  on	  the	  phosphorylation	  of	  CK2	  site	  S492	  in	  Tel2,	  and	  lysine	  residues	  K58	  and	  K64	  of	  mPhi1,	  found	  within	  a	  basic	  pocket	  of	  Pih1	  crystallised	  from	  Mus	  musculus	  (Figure	  38	  C).	  Furthermore,	  additional	  residues	  within	  the	  basic	  pocket	  were	  shown	  to	  be	  important	  for	  the	  Tel2	  interaction,	  through	  interactions	  with	  side	  chains,	  including	  K116	  (Figure	  38	  B).	  Determining	  the	  basis	  of	  this	  interaction	  has	  helped	  reveal	  the	  importance	  of	  the	  Pih1	  N-­‐terminus	  that	  was	  previously	  unknown	  and	  suggests	  a	  mechanism	  for	  the	  Hsp90-­‐mediated	  function	  of	  the	  R2TP	  complex	  in	  the	  maturation	  and	  stabilisation	  of	  PIKKS.	  	  	   Furthermore,	  removal	  of	  both	  the	  phospho-­‐specific	  interaction	  with	  Tel2,	  and	  dissociation	  of	  Tah1-­‐Hsp90	  from	  the	  R2TP	  complex,	  was	  required	  to	  mimic	  a	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pih1	  deletion	  in	  S.	  cerevisiae	  (Figure	  40	  A	  and	  C).	  This	  result	  corroborates	  previous	  work	  highlighting	  the	  importance	  of	  the	  N-­‐terminus	  of	  Pih1	  (Paci	  et	  al.,	  2012).	  However,	  new	  importance	  was	  placed	  on	  residues	  within	  the	  N-­‐terminus,	  which	  are	  now	  known	  to	  be	  critical	  for	  the	  phospo-­‐dependent	  interaction	  of	  Tel2,	  when	  Hsp90	  has	  been	  removed	  from	  the	  R2TP	  complex.	  The	  dependency	  on	  the	  Pih1-­‐Tel2	  interaction	  upon	  the	  loss	  of	  Hsp90	  highlights	  the	  complexity	  of	  the	  interaction	  between	  R2TP,	  Hsp90	  and	  the	  TTT	  complex,	  and	  suggest	  there	  are	  compensatory	  pathways	  available	  should	  important	  pathways,	  such	  as	  the	  R2TP-­‐Hsp90	  interaction	  become	  lost.	  In	  addition,	  these	  findings	  would	  suggest	  that	  the	  Rvb1/Rvb2-­‐Pih1	  interaction	  is	  redundant	  for	  Pih1	  functions,	  as	  the	  removal	  of	  Tah1-­‐Hsp90	  and	  the	  phospo-­‐Tel2	  interaction	  caused	  a	  defect	  identical	  to	  the	  pih1	  deletion.
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ChIP	  	   Chromatin	  immunoprecipitation	  
CPT	   Camptothecin	  
C-­‐terminus	  	   Carboxyl	  terminus	  
D.	  melanogastor	  	   Drosophila	  melanogastor	  
DDR	  	   DNA	  damage	  response	  
D-­‐loop	  	   Displacement	  loop	  
DMSO	  	   Dimethyl	  sulfoxide	  
EM	   Electron	  microscopy	  
FACS	   Fluorescently	  activated	  cell	  sorting	  
FLAG	   Polypeptide	  protein	  tag	  (DYKDDDDK)	  
HR	  	   Homologous	  recombination	  
HRP	  	   Horseradish	  peroxidase	  
HU	  	   hydroxyurea	  
IPTG	  	   isopropyl	  β-­‐D-­‐1-­‐thiogalactopyranoside	  
IR	  	   Ionising	  radiation	  
LB	  	   Broth	  Luria	  Bertani	  broth	  
MBP	  	   Maltose	  binding	  protein	  
MCS	  	   Multiple	  cloning	  site	  
MMS	  	   Methyl	  methane	  sulphonate	  
MNase	  	   Micrococcal	  nuclease	  
MW	  	   Molecular	  weight	  
NHEJ	  	   Non-­‐homologous	  end	  joining	  
N-­‐terminus	  	   Amino	  terminus	  
ORC	  	   Origin	  recognition	  complex	  
ORF	  	   Open	  reading	  frame	  
PCNA	  	   Proliferating	  cell	  nuclear	  antigen	  
PCR	  	   Polymerase	  chain	  reaction	  
PEG	  	   Polyethylene	  glycol	  
PIKK	  	   Phosphatidylinositol	  kinase-­‐related	  kinase	  
PMSF	  	   Phenylmethyl	  sulphonyl	  fluoride	  
RNase	  	   Ribonuclease	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RPA	  	   Replication	  protein	  A	  
rpm	  	   Revolutions	  per	  minute	  
RSC	  	   Remodels	  the	  structure	  of	  chromatin	  
S.	  cerevisiae	  	   Saccharomyces	  cerevisiae	  
S.	  pombe	  	   Schizosaccharomyces	  pombe	  
SC	  	   Synthetic	  complete	  
SD	  	   Synthetic	  drop-­‐out	  
SDS	  	   Sodium	  dodecyl	  sulphate	  
SDS-­‐PAGE	  	   Sodium	  dodecyl	  sulphate	  polyacrylamide	  
SGD	  	   Saccharomyces	  genome	  database	  
SWI/SNF	  	   Switch	  mating	  type/sucrose	  non-­‐fermenting	  
TCA	  	   trichloroacetic	  acid	  
TEMED	  	   N,N,N’,N’-­‐tetramethyl-­‐ethylenediamine	  
Tris	  	   2-­‐amino-­‐2hydroxymethyl-­‐propane-­‐1,3-­‐diol	  
UV	  	   Ultraviolet	  
w/v	  	   Weight	  per	  unit	  volume	  
X-­‐GAL	  	   5-­‐bromo-­‐4-­‐chloro-­‐3-­‐indoyl-­‐β-­‐D-­‐galactopyranoside	  
YPAD	  	   Yeast	  extract,	  peptone,	  adenine,	  dextrose	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